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ABSTRACT	  
	  
	  
Rotylenchulus	  reniformis	  (reniform	  nematode)	  and	  Hoplolaimus	  columbus	  
(Columbia	  lance	  nematode)	  are	  two	  of	  the	  main	  plant-­‐pathogenic	  nematode	  species	  
affecting	  cotton	  production	  in	  the	  United	  States.	  For	  the	  selection	  and	  implementation	  
of	  effective	  management	  practices	  it	  is	  important	  to	  understand	  distribution	  patterns	  
and	  population	  genetic	  structure	  of	  these	  two	  nematodes	  in	  cotton	  agroecosystems.	  	  
In	  a	  three-­‐year	  field	  study,	  the	  spatial	  distribution	  of	  reniform	  nematode	  was	  
characterized	  in	  two	  commercial	  fields	  in	  South	  Carolina	  to	  determine	  the	  effects	  of	  
relations	  with	  soil	  texture	  and	  crop	  rotation	  on	  reniform	  nematode	  distribution	  (Chapter	  
1).	  Results	  of	  this	  project	  suggest	  that	  population	  densities	  of	  reniform	  nematode	  are	  
correlated	  with	  sand	  content,	  showing	  nematode	  densities	  peaked	  when	  sand	  content	  
was	  around	  60	  %	  and	  declined	  when	  sand	  content	  increased	  above	  60-­‐65%.	  The	  
clustered	  distribution	  found	  for	  reniform	  nematode	  suggests	  that	  site-­‐specific	  
management	  may	  be	  appropriate	  for	  this	  nematode,	  especially	  when	  individual	  fields	  
show	  high	  structure	  in	  soil	  texture	  and	  population	  densities.	  Parallel	  to	  this	  study,	  in	  one	  
of	  the	  fields,	  the	  population	  dynamics	  and	  spatial	  distribution	  patterns	  of	  Columbia	  
lance	  nematode	  as	  influenced	  by	  soil	  texture	  and	  the	  presence	  of	  reniform	  nematode	  
were	  examined	  under	  a	  cotton-­‐corn-­‐soybean	  rotation	  scheme	  (Chapter	  2).	  Results	  
demonstrate	  that	  Columbia	  lance	  nematode	  and	  reniform	  nematode	  are	  found	  in	  
spatially	  distinct	  areas	  in	  the	  field.	  	  Results	  also	  indicate	  that	  for	  any	  given	  cotton	  soil	  
 iii 
sample	  is	  not	  likely	  to	  have	  both	  species	  of	  nematodes	  at	  levels	  above	  threshold	  and	  
that	  concomitant	  infestations	  of	  Columbia	  lance	  and	  reniform	  nematodes	  will	  probably	  
result	  in	  one	  species	  being	  the	  key	  pest,	  depending	  on	  sand	  content.	  	  Following	  these	  
studies,	  lance	  nematode	  species	  associated	  with	  soybean	  in	  South	  Carolina	  and	  North	  
Carolina	  were	  identified	  and	  for	  the	  recovered	  populations	  the	  genetic	  structure	  was	  
examined	  (Chapter	  3).	  	  Soybean	  is	  a	  susceptible	  host	  to	  lance	  nematodes	  and	  resistant	  
cultivars	  are	  commonly	  prescribed	  rotations	  for	  management	  of	  reniform	  nematode	  in	  
cotton	  agroecosystems.	  This	  study	  shows	  that	  H.	  columbus	  is	  the	  predominant	  species	  
associated	  with	  soybean	  in	  South	  Carolina,	  whereas	  H.	  stephanus	  was	  the	  prevalent	  
species	  in	  North	  Carolina.	  The	  populations	  of	  H.	  columbus	  examined	  with	  a	  
mitochondrial	  and	  a	  nuclear	  markers	  showed	  lack	  of	  genetic	  structure	  for	  this	  species	  
with	  only	  one	  haplotype	  shared	  for	  all	  populations.	  However,	  H.	  stephanus	  populations	  
showed	  higher	  variability	  with	  mostly	  one	  specific	  haplotype	  per	  sampling	  location.	  
Finally,	  morphology,	  phylogenetic	  and	  genetic	  structure	  approaches	  were	  undertaken	  to	  
delimit	  Hoplolaimus	  species	  associated	  with	  a	  variety	  of	  hosts	  in	  other	  states	  in	  the	  
United	  States	  (Chapter	  4).	  High	  genetic	  structure	  associated	  with	  geographic	  locations	  
was	  found	  in	  mostly	  all	  Hoplolaimus	  species	  collected.	  A	  new	  species	  is	  reported	  and	  
another	  one	  (H.	  stephanus)	  with	  the	  fewest	  reports	  seems	  to	  be	  the	  most	  prevalent	  and	  
common	  for	  the	  populations	  sampled.	  Results	  of	  these	  projects	  may	  improve	  the	  
effectiveness	  of	  nematode	  management	  in	  cotton	  and	  provide	  tools	  to	  determine	  
potentially	  damaging	  infestations	  of	  different	  Hoplolaimus	  species.	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 1 
CHAPTER	  ONE	  
	  
SPATIAL	  DISTRIBUTION	  OF	  RENIFORM	  NEMATODE	  IN	  COTTON	  AS	  INFLUENCED	  BY	  SOIL	  
TEXTURE	  AND	  CROP	  ROTATIONS	  
	  
	  
ABSTRACT	  
Reniform	  nematode	  (RN)	  is	  an	  important	  pest	  in	  cotton	  production.	  	  Knowledge	  
of	  the	  distribution	  patterns	  of	  RN	  is	  essential	  for	  selecting	  sampling	  strategies	  and	  for	  
site-­‐specific	  management.	  A	  three-­‐year	  study	  was	  conducted	  in	  two	  fields	  in	  South	  
Carolina	  with	  the	  purpose	  of	  characterizing	  the	  distribution	  of	  RN	  using	  a	  fine-­‐scale	  
sampling	  scheme	  in	  plots	  representing	  different	  soil	  textures	  (field	  1),	  and	  using	  a	  large-­‐
scale	  arbitrary	  sampling	  scheme	  (field	  2).	  	  Horizontal	  distribution	  data	  showed	  an	  
aggregated	  pattern	  of	  RN	  densities	  at	  planting	  and	  after	  harvest	  in	  both	  fields	  each	  year,	  
with	  patches	  ranging	  from	  8	  to	  12	  m.	  However,	  a	  significant	  neighborhood	  structure	  was	  
only	  detected	  when	  suitable	  hosts	  (cotton	  and	  soybean)	  were	  planted.	  	  Correlations	  
between	  RN	  densities	  and	  percent	  sand	  and	  silt	  were	  detected,	  showing	  nematode	  
densities	  peaked	  when	  sand	  content	  was	  around	  60	  %	  and	  declined	  when	  sand	  content	  
increased	  above	  60-­‐65%.	  	  When	  fewer	  samples	  were	  taken	  in	  the	  field	  with	  more	  
uniform	  sand	  content,	  %	  sand	  was	  a	  less	  reliable	  predictor	  of	  RN	  densities.	  	  Vertical	  
sampling	  showed	  the	  highest	  numbers	  of	  RN	  were	  found	  at	  15-­‐30	  cm	  deep	  after	  cotton,	  
but	  were	  deeper	  after	  a	  non-­‐host	  crop. Understanding	  distribution	  patterns	  of	  RN	  is	  
essential	  for	  selecting	  sampling	  strategies	  and	  for	  delineating	  zones	  for	  site-­‐specific	  
management.	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INTRODUCTION	  
	  Rotylenchulus	  reniformis,	  reniform	  nematode	  (RN),	  is	  an	  important	  pest	  of	  
upland	  cotton	  (Gossypium	  hirsutum)	  causing	  losses	  in	  both	  yield	  and	  quality	  (Heald	  and	  
Thames,	  1982;	  Baird	  et	  al.,	  1996;	  Koenning	  et	  al.,	  2004;	  Robinson	  et	  al.,	  1997).	  In	  the	  
United	  States,	  it	  is	  considered	  the	  primary	  nematode	  pest	  of	  upland	  cotton	  in	  several	  
southeastern	  states	  (Heald	  and	  Thames,	  1982;	  Jones	  et	  al.,	  2013;	  Lawrence	  and	  McLean,	  
1996).	  	  In	  2012,	  RN	  caused	  estimated	  losses	  of	  58,503	  metric	  tons	  (268,698	  bales)	  of	  
United	  States	  production	  (Blasingame	  and	  Patel,	  2013).	  	  Management	  of	  RN	  currently	  
relies	  on	  crop	  rotation	  and	  chemical	  control	  (Mueller	  et	  al.,	  2010).	  	  Commonly	  
prescribed	  rotations	  for	  management	  of	  RN	  include	  resistant	  soybean	  (Glycine	  max),	  
and	  non-­‐host	  crops	  such	  as	  peanut	  (Arachis	  hypogea),	  corn	  (Zea	  mays)	  and	  sorghum	  
(Sorghum	  bicolor)	  (Gazaway	  et	  al.,	  2000;	  Davis	  et	  al.,	  2013;	  Plunkett	  et	  al.,	  2003).	  	  
Nematicides	  and	  crop	  rotation	  can	  decrease	  RN	  densities	  and	  limit	  losses	  during	  a	  given	  
season,	  but	  sharp	  increases	  in	  RN	  numbers	  occur	  when	  cotton	  is	  returned	  as	  a	  host	  
(Davis	  et	  al.,	  2003;	  Gazaway	  et	  al.,	  2000;	  Plunkett	  et	  al.,	  2003),	  making	  it	  necessary	  to	  
repeat	  nematicide	  treatments	  yearly	  (Koenning	  et	  al.,	  2004).	  
Site-­‐specific	  application	  of	  nematicides	  has	  been	  proposed	  as	  a	  strategy	  to	  
manage	  RN	  more	  efficiently	  in	  cotton	  agroecosystems	  (Mueller	  et	  al,	  2010;	  Davis	  et	  al,	  
2013).	  Limiting	  nematicide	  applications	  to	  target	  areas	  where	  the	  nematode	  is	  above	  
threshold	  can	  reduce	  environmental	  contamination	  and	  decrease	  costs	  of	  production	  
(Midgarden	  et	  al.,	  1997;	  Davis	  et	  al,	  2013).	  Site-­‐specific	  nematode	  management	  involves	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defining	  management	  zones	  based	  on	  soil	  factors	  and	  assigning	  a	  risk	  level	  to	  each	  zone	  
(Monfort	  et	  al.,	  2007;	  Mueller	  et	  al.,	  2010).	  	  For	  example,	  a	  soil	  electrical	  conductivity	  
(ECa)	  meter	  can	  be	  used	  to	  generate	  ECa	  geo-­‐referenced	  maps	  that	  display	  zones	  in	  the	  
field	  with	  similar	  soil	  textures	  (Khalilian	  et	  al.,	  2001;	  Mueller	  et	  al.,	  2010)	  and	  be	  used	  as	  
the	  basis	  for	  management	  zone	  delineation.	  	  Soil	  ECa	  has	  been	  shown	  to	  successfully	  infer	  
soil	  texture	  and	  nematode	  densities	  for	  a	  number	  of	  species	  (Khalilian	  et	  al.,	  2001;	  Mueller	  
et	  al.,	  2010;	  Ortiz	  et	  al.,	  2010).	  	  Soil	  particle	  size	  (texture)	  and	  structure	  (arrangement	  of	  
soil	  pores)	  are	  considered	  two	  of	  the	  main	  driving	  forces	  affecting	  the	  distribution	  of	  
plant-­‐parasitic	  nematodes	  in	  a	  field	  (Wallace,	  1968;	  Brodie	  et	  al.,	  1976;	  Avendaño	  et	  al.,	  
2003;	  Avendaño	  et	  al.,	  2004;	  Monfort	  et	  al.,	  2007).	  	  Population	  densities	  of	  Meloidogyne	  
incognita,	  Hoplolaimus	  columbus	  and	  Heterodera	  glycines	  in	  field	  crops	  have	  been	  
shown	  to	  be	  positively	  correlated	  to	  sand	  content	  in	  soils	  (Avendaño	  et	  al.,	  2003,	  Brodie,	  
1976;	  Khalilian	  et	  al.,	  2001,	  Monfort	  et	  al.,	  2007,	  Park	  and	  Carrol,	  2007).	  In	  contrast,	  RN	  
population	  densities	  have	  been	  reported	  to	  be	  positively	  correlated	  to	  levels	  of	  silt	  or	  
clay	  (Robinson	  et	  al.,	  1987;	  Davis	  et	  al.,	  2003;	  Heald	  and	  Robinson,	  1990;	  Koenning	  et	  
al.,	  1996,	  Koenning	  et	  al.,	  2004;	  Moore	  and	  Lawrence,	  2013),	  although	  discrepancies	  
among	  reports	  are	  evident.	  Robinson	  et	  al.	  (1987)	  conducted	  a	  survey	  in	  the	  Lower	  Rio	  
Grande	  Valley	  and	  reported	  that	  RN	  was	  mainly	  present	  in	  clay	  silt	  and	  clay	  soils,	  and	  
that	  the	  geographical	  distribution	  of	  RN	  was	  not	  driven	  by	  the	  presence	  of	  the	  host.	  	  
Similarly,	  Moore	  and	  Lawrence	  (2013)	  and	  Davis	  et	  al.	  (2013)	  found	  higher	  RN	  
reproduction	  in	  finer	  textured	  soils.	  However,	  another	  study	  by	  Koenning	  et	  al.	  (1996)	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found	  that	  reproduction	  of	  RN	  was	  greater	  in	  loamy	  sand	  soils	  with	  intermediate	  
percentages	  of	  clay	  and	  silt,	  and	  Herring	  et	  al.	  (2010)	  also	  reported	  higher	  densities	  of	  
RN	  associated	  with	  sandy	  loam	  soils.	  	  	  
	  Information	  published	  thus	  far	  on	  relationships	  between	  RN	  and	  soil	  texture	  has	  
been	  mainly	  inferred	  from	  survey	  data,	  microplot	  studies,	  or	  greenhouse	  experiments,	  
and	  there	  is	  insufficient	  information	  on	  distribution	  patterns	  of	  RN	  in	  fields.	  	  For	  
successful	  use	  of	  site-­‐specific	  nematode	  management	  tactics,	  it	  is	  essential	  to	  
understand	  the	  spatial	  distribution	  patterns	  influencing	  the	  presence	  and	  abundance	  of	  
the	  species	  of	  interest	  and	  the	  factors	  driving	  such	  distribution.	  	  Our	  objective	  was	  to	  
study	  the	  spatial	  distribution	  of	  RN	  in	  the	  field,	  as	  influenced	  by	  crop,	  time	  of	  sampling,	  
and	  soil	  texture.	  	  Specifically,	  we	  characterized	  (1)	  the	  spatial	  distribution	  of	  RN	  using	  a	  
fine-­‐scale	  sampling	  scheme	  in	  field	  plots	  representing	  different	  soil	  textures	  as	  inferred	  
by	  ECa	  data	  (i.e.	  potential	  management	  zones),	  and	  (2)	  the	  horizontal	  and	  vertical	  
distribution	  of	  RN	  using	  a	  large-­‐scale	  arbitrary	  sampling	  scheme.	  
	  
MATERIALS	  AND	  METHODS	  
The	  study	  was	  conducted	  from	  spring	  2011	  to	  winter	  2013	  in	  two	  commercial	  
fields:	  	  field	  1	  (36.4	  ha)	  located	  near	  Bishopville,	  South	  Carolina	  (80.648°	  W,	  33.736°	  N)	  
and	  field	  2	  (44.5	  ha)	  located	  near	  Ft.	  Motte,	  South	  Carolina	  (80.199°	  W,	  34.142°	  N).	  	  
Both	  fields	  used	  minimum	  tillage	  practices	  (strip-­‐tilling).	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Field	  1:	  Fine-­‐scale	  sampling.	  	  Field	  1	  was	  irrigated	  and	  planted	  with	  cotton	  
‘Deltapine	  1050’	  in	  2011,	  followed	  by	  corn	  ‘Pioneer	  1690’	  in	  2012	  and	  soybean	  ‘Asgrow	  
7231’	  in	  2013.	  Prior	  to	  planting	  (April	  2011),	  soil	  ECa	  readings	  were	  taken	  with	  a	  sensor	  
cart	  (Veris	  3100	  from	  Veris	  Technologies,	  Salina,	  Kan.,	  USA).	  Three	  pairs	  of	  coulter	  
electrodes	  produced	  an	  electrical	  current	  when	  making	  contact	  with	  the	  soil.	  One	  pair	  of	  
coulters	  introduced	  a	  current	  at	  a	  set	  voltage	  into	  the	  soil	  while	  the	  other	  two	  measured	  
the	  drop	  of	  voltage,	  producing	  ECa	  readings	  at	  two	  soil	  depths	  simultaneously:	  0	  to	  30	  
cm	  (shallow)	  and	  0	  to	  90	  cm	  (deep).	  	  Using	  Global	  Positioning	  System	  (GPS)	  technology	  
and	  mapping	  sensors,	  each	  point	  in	  the	  field	  where	  the	  ECa	  value	  was	  taken	  was	  geo-­‐
referenced	  to	  create	  a	  map.	  	  The	  sensor	  cart	  was	  passed	  every	  18	  meters	  for	  an	  average	  
of	  4550	  ECa	  data	  points.	  The	  generated	  map	  was	  divided	  into	  seven	  sections	  according	  
to	  shallow	  ECa	  value	  ranges	  (Fig.	  1a).	  The	  minimum	  shallow	  ECa	  value	  was	  1.5	  mS/m	  and	  
the	  maximum	  31.4	  mS/m	  (Table	  1).	  For	  nematode	  sampling,	  four	  zones	  of	  the	  field	  were	  
selected	  to	  represent	  different	  ECa	  readings	  and	  corresponding	  inferred	  textures.	  In	  
each	  zone,	  plots	  of	  40	  x	  16	  m	  were	  divided	  into	  40	  subplots	  of	  4	  x	  4	  m.	  Soil	  samples	  
were	  collected	  from	  20	  subplots	  in	  each	  plot	  (Fig.	  1b)	  at	  planting	  (May	  2011	  and	  August	  
2013)	  and	  after	  harvest	  (December	  2011	  and	  December	  2013).	  	  In	  September	  2012	  
samples	  were	  collected	  only	  after	  corn	  harvest.	  	  Each	  soil	  sample	  consisted	  of	  four	  
subsamples	  taken	  from	  within	  a	  one-­‐square-­‐meter	  area	  at	  15	  cm	  deep	  and	  composited	  
into	  a	  single	  sample,	  for	  a	  total	  of	  80	  samples	  per	  date.	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Field	  2:	  Large	  scale	  sampling.	  	  Field	  2	  was	  not	  irrigated	  and	  was	  planted	  with	  
cotton	  	  ‘Deltapine	  1050’	  in	  2012	  followed	  by	  peanut	  	  ‘NC-­‐v11’	  in	  2013.	  For	  this	  field,	  
sampling	  was	  conducted	  at	  arbitrary	  locations	  evenly	  distributed	  across	  the	  field	  
without	  a	  previous	  ECa	  map.	  Coordinates	  of	  the	  sampling	  locations	  were	  noted	  and	  used	  
for	  subsequent	  sampling.	  	  The	  ECa	  values	  were	  taken	  at	  each	  sampling	  point	  after	  
harvest	  (November	  2013)	  the	  last	  year	  of	  the	  experiment	  (Table	  1).	  Soil	  samples	  were	  
collected	  at	  planting	  (May	  2012	  and	  May	  2013)	  and	  after	  harvest	  (December	  2012	  and	  
December	  2013).	  	  Each	  soil	  sample	  consisted	  of	  four	  subsamples	  taken	  from	  within	  a	  
one-­‐square-­‐meter	  area	  at	  15	  cm	  deep	  and	  composited	  into	  a	  single	  sample,	  for	  a	  total	  
of	  40	  samples	  per	  date.	  	  	  	  Additionally,	  vertical	  core	  samples	  (1-­‐m	  deep	  and	  x	  4.3	  cm	  in	  
diameter)	  were	  collected	  each	  year	  after	  harvest	  in	  21	  points	  of	  the	  field.	  	  Vertical	  core	  
samples	  were	  taken	  with	  a	  hydraulic	  soil	  sampler	  (GSTS,	  Giddings	  Machine	  Company,	  
Fort	  Collins,	  CO)	  mounted	  on	  a	  tractor.	  Each	  core	  was	  divided	  into	  four	  sections	  that	  
were	  processed	  separately:	  	  0-­‐15	  cm,	  15-­‐30	  cm,	  30-­‐60	  cm,	  and	  below	  60	  cm.	  	  
For	  both	  fields,	  nematodes	  were	  extracted	  from	  all	  soil	  samples	  by	  sugar	  
centrifugal	  flotation	  (Jenkins,	  1964)	  and	  soil	  particle	  distribution	  (percentage	  of	  sand,	  silt	  
and	  clay	  content)	  was	  determined	  using	  the	  Bouyoucos	  method	  (Bouyoucos,	  1962).	  	  The	  
soil	  texture	  determined	  in	  the	  first	  at	  plant	  sampling	  was	  used	  to	  decide	  the	  location	  of	  
the	  vertical	  sampling	  sites	  in	  field	  2.	  	  Seven	  cores	  were	  taken	  from	  locations	  
representing	  each	  of	  the	  three	  soil	  types	  found	  in	  the	  field:	  	  sandy	  loam,	  sandy	  clay	  loam	  
and	  loamy	  sand.	  	  	  
 7 
	  Statistical	  analysis.	  	  Descriptive	  data	  analysis	  of	  shallow	  ECa	  readings	  and	  soil	  
particle	  size	  distribution	  was	  performed	  for	  soil	  characterization	  in	  each	  plot	  in	  field	  1	  
and	  all	  soil	  samples	  in	  field	  2.	  To	  analyze	  RN	  densities	  across	  sampling	  dates,	  densities	  
were	  transformed	  with	  log10	  (x	  +	  1)	  to	  standardize	  the	  variance	  prior	  to	  ANOVA.	  A	  two-­‐
way	  ANOVA	  was	  performed	  with	  plot	  and	  sampling	  dates	  as	  factors	  for	  field	  1,	  and	  a	  
one-­‐way	  ANOVA	  was	  used	  with	  sampling	  date	  as	  a	  fixed	  effect	  for	  field	  2.	  	  For	  both	  
fields,	  date	  was	  included	  as	  a	  repeated	  measures	  statement	  with	  a	  first-­‐order	  
autoregressive	  covariance	  structure	  (PROC	  MIXED)	  (SAS	  Institute,	  Cary,	  NC).	  For	  means	  
separation,	  the	  Tukey’s	  HSD	  test	  was	  used	  with	  a	  0.05	  level	  of	  significance.	  	  
	  To	  determine	  the	  distribution	  of	  RN	  in	  each	  field,	  the	  variance	  to	  mean	  ratio	  
(VMR)	  was	  used	  as	  a	  dispersal	  index	  (DI)	  (Taylor,	  1961;	  Taylor,	  1984).	  This	  index	  takes	  
into	  account	  the	  nematode	  counts	  per	  sample	  unit	  and	  provides	  an	  indication	  of	  the	  
spatial	  pattern	  of	  the	  counts.	  For	  uniformly	  distributed	  counts,	  variance	  is	  around	  zero	  
and	  the	  expected	  DI	  is	  close	  to	  0;	  for	  a	  random	  distribution,	  variance	  and	  mean	  are	  
similar	  therefore	  DI	  is	  approximately	  1;	  and	  for	  a	  clustered	  distribution,	  variance	  is	  
relatively	  large,	  thus	  DI	  is	  greater	  than	  1.	  To	  assess	  the	  significance	  of	  the	  index,	  the	  chi-­‐
square	  test	  was	  used	  at	  the	  0.05	  level	  of	  significance.	  	  	  
Because	  DI	  mainly	  tests	  for	  aggregation,	  regardless	  of	  type	  of	  sampling	  and	  
density	  (Venables	  and	  Ripley,	  2002),	  and	  does	  not	  consider	  the	  spatial	  location	  of	  
sampling	  points,	  Moran’s	  Index	  (I)	  was	  calculated	  to	  evaluate	  the	  spatial	  pattern	  of	  RN	  
abundance	  as	  a	  function	  of	  spatial	  distances	  (Legendre	  and	  Legendre,	  1998).	  This	  index	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shows	  the	  degree	  of	  similarity/dissimilarity	  between	  nematode	  counts	  per	  sample	  
(Legendre,	  1993).	  Values	  greater	  than	  1	  indicate	  aggregated	  distribution,	  and	  values	  
lower	  than	  1	  indicate	  uniform	  distribution.	  	  Spatially	  independent	  data	  can	  be	  
recognized	  when	  I	  values	  are	  close	  to	  zero,	  which	  indicate	  absence	  of	  spatial	  
autocorrelation.	  To	  test	  whether	  the	  differences	  in	  sampling	  distances	  in	  both	  fields	  
affected	  the	  pattern	  of	  distribution	  of	  RN,	  spatial	  correlograms	  were	  constructed	  to	  
display	  Moran’s	  I	  vs	  lag	  distances	  for	  each	  plot	  in	  field	  1	  and	  for	  the	  entire	  area	  in	  field	  2.	  	  
For	  field	  1,	  nematode	  densities	  were	  interpolated	  using	  the	  gridded	  bivariate	  
interpolation	  method	  (Akima,	  1978),	  which	  uses	  nearby	  samples	  to	  fit	  a	  polynomial	  
surface	  for	  each	  predicted	  point	  (Li	  and	  Heap,	  2008;	  Venables	  and	  Ripley,	  2002)	  and	  it	  is	  
useful	  for	  irregular	  data	  counts	  and	  small	  sampling	  size.	  	  For	  field	  2,	  nematode	  densities	  
were	  interpolated	  using	  the	  ordinary	  kriging	  technique	  (Krige,	  1966),	  which	  requires	  
larger	  data	  sets	  (n>	  30)	  to	  show	  spatial	  structure	  (Journel	  and	  Huijbregts,	  1978,	  Rossi	  et	  
al.,	  1992;	  Wallace,	  1968).	  	  Kriging	  analyses	  predict	  the	  interpolated	  data	  points	  by	  
computing	  a	  weighted	  average	  of	  the	  known	  points	  using	  a	  variogram	  (covariance	  
model)	  (Matheron,	  1963;	  Olea,	  2006).	  
Linear	  regression	  analyses	  were	  performed	  to	  determine	  the	  relationships	  
between	  shallow	  ECa	  readings	  and	  soil	  particle	  size	  distribution	  as	  well	  as	  the	  
relationship	  between	  RN	  densities	  and	  content	  of	  sand,	  silt	  and	  clay.	  To	  infer	  particle	  
size	  distribution	  based	  on	  soil	  ECa,	  values	  were	  divided	  into	  ranges	  of	  2	  to	  14	  mS/m	  for	  
field	  1	  and	  of	  2	  to	  7	  mS/m	  for	  field	  2.	  	  Percentage	  of	  sand	  was	  also	  partitioned	  in	  5%	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ranges	  to	  predict	  RN	  densities	  based	  on	  particle	  size	  distribution.	  	  ANOVA	  and	  
regression	  analyses	  were	  performed	  in	  JMP,	  version	  10	  (SAS	  Institute,	  Cary,	  NC)	  and	  
spatial	  statistical	  analyses	  were	  calculated	  in	  R	  version	  3.0.2,	  using	  the	  autocorrelation	  
module	  3.03	  (Legendre	  and	  Vaudor,	  1991)	  for	  Moran’s	  I	  calculations,	  the	  Akima	  package	  
(Akima,	  1978)	  for	  linear	  interpolation	  analysis,	  and	  the	  gstat	  package	  for	  the	  
interpolations	  and	  kriging	  analyses.	  	  
	  
RESULTS	  
Soil	  texture	  and	  ECa.	  	  Soil	  particle	  size	  distribution	  for	  the	  top	  15	  cm	  layer	  for	  
each	  of	  the	  four	  plots	  in	  field	  1	  is	  shown	  in	  Table	  1.	  	  Plot	  1	  presented	  the	  highest	  sand	  
content	  (75.9	  to	  81.9%)	  found	  in	  the	  field	  and	  was	  the	  most	  uniform	  in	  soil	  type	  with	  all	  
20	  samples	  being	  classified	  as	  loamy	  sand.	  	  Plot	  3	  presented	  the	  lowest	  sand	  content	  
(21.9	  to	  50.0%)	  and	  was	  the	  most	  variable,	  containing	  12	  samples	  classified	  as	  loam,	  6	  as	  
clay	  loam,	  and	  2	  as	  sandy	  clay	  loam.	  	  The	  majority	  of	  samples	  in	  plots	  2	  and	  4	  were	  
sandy	  loam,	  and	  their	  variability	  in	  content	  of	  sand,	  silt	  and	  clay	  was	  similar.	  In	  field	  2,	  
soil	  type	  was	  less	  variable	  than	  in	  field	  1,	  and	  all	  soil	  samples	  were	  classified	  as	  one	  of	  
three	  types:	  sandy	  clay	  loam,	  loamy	  sand	  or	  sandy	  loam.	  	  Sand	  content	  in	  this	  field	  
ranged	  from	  53.8	  to	  87.9%,	  and	  silt	  and	  clay	  content	  ranged	  from	  6.0	  to	  20.0%	  and	  6.2	  
to	  28.2%,	  respectively	  (Table	  1).	  	  
Regression	  models	  showed	  a	  linear	  relationship	  between	  soil	  ECa	  and	  particle	  
size	  distribution.	  	  A	  significant	  negative	  correlation	  between	  soil	  ECa	  and	  percent	  sand	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was	  detected	  in	  both	  fields	  (%	  Sand=	  89.37	  –	  3.41*ECa,	  r2=	  0.80,	  P	  <	  0.0001	  in	  field	  1;	  
and	  %	  Sand=	  86.61	  –	  2.68*ECa,	  r2=	  0.84,	  P=	  0.0102	  in	  field	  2).	  	  Silt	  and	  clay	  content	  
showed	  significant	  positive	  relationships	  with	  soil	  ECa	  (%	  Silt=	  8.35	  +	  1.78*ECa,	  r2=	  0.73,	  
P=	  0.0004,	  %	  Clay=	  2.31	  +	  1.63*ECa,	  r2=	  0.84,	  P<	  0.0001	  in	  field	  1;	  and	  %	  Silt=	  7.23	  +	  
0.59*ECa,	  r2=	  0.87,	  P=	  0.0068,	  %	  Clay=	  6.14	  +	  2.10*ECa,	  r2=	  0.79,	  P=	  0.0178	  in	  field	  2).	  
Population	  dynamics.	  	  The	  population	  densities	  observed	  after	  each	  crop	  in	  the	  
rotation	  sequence	  for	  both	  fields	  behaved	  as	  expected,	  based	  on	  the	  known	  host	  
suitability	  of	  the	  crops	  and	  cultivars	  (Table	  2).	  	  Cotton	  caused	  increases	  in	  RN	  population	  
densities	  in	  both	  fields,	  peanut	  and	  corn	  caused	  reductions,	  and	  soybean	  allowed	  
moderate	  reproduction.	  	  Reniform	  nematode	  population	  densities	  in	  the	  soil	  were	  
higher	  in	  field	  2	  (min	  970	  RN/100	  of	  soil	  and	  max	  10,070	  RN/100	  cc	  of	  soil)	  than	  in	  field	  
1	  (min	  0	  RN/100	  of	  soil	  and	  max	  6,930	  RN/100	  cc	  of	  soil),	  and	  were	  highest	  after	  cotton	  
in	  both	  fields.	  	  	  Reniform	  nematode	  was	  present	  in	  all	  samples	  taken	  from	  field	  2,	  but	  
was	  absent	  in	  some	  of	  the	  samples	  taken	  in	  field	  1,	  especially	  in	  Plot	  1.	  	  Among	  plots	  in	  
field	  1,	  significant	  differences	  were	  detected	  across	  the	  three	  years	  of	  the	  study	  (DF=	  3,	  
F=	  25.17,	  P<	  0.0001	  in	  2011;	  DF=	  3,	  F=	  11.64,	  P<	  0.0001	  in	  2012	  and	  DF=	  3,	  F=	  5.26,	  P=	  
0.0024	  in	  2013).	  The	  highest	  densities	  of	  RN	  were	  found	  in	  plots	  2	  and	  4,	  with	  the	  
highest	  density	  at	  harvest	  (6930	  RN/	  100	  cc	  soil)	  in	  2011	  (cotton)	  for	  plot	  4.	  There	  was	  
also	  a	  significant	  interaction	  between	  plot	  and	  sampling	  date	  (DF=	  3,	  F=	  22.87,	  P<	  
0.0001	  in	  2011;	  DF=	  2,	  F=	  8.99,	  P=	  0.0004	  in	  2012).	  Other	  nematodes	  such	  as	  
Hoplolaimus	  columbus,	  Helicotylenchus	  sp.	  and	  Meloidogyne	  incognita	  were	  detected	  in	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some	  of	  the	  plots,	  but	  R.	  reniformis	  was	  the	  most	  prevalent	  and	  abundant	  species.	  
Relationships	  between	  soil	  texture	  and	  RN	  densities.	  	  Regression	  models	  
showed	  correlations	  between	  RN	  densities	  and	  particle	  size	  distribution.	  	  Significant	  
relationships	  across	  sampling	  dates	  and	  in	  both	  fields	  were	  higher	  between	  RN	  densities	  
and	  percent	  sand	  and	  percent	  silt.	  In	  field	  1,	  correlations	  with	  sand	  and	  silt	  were	  higher	  
after	  harvest	  than	  at	  planting,	  and	  they	  were	  highest	  when	  cotton	  (host)	  was	  planted	  at	  
the	  beginning	  of	  the	  study.	  	  The	  level	  of	  correlation	  decreased	  with	  each	  subsequent	  
non-­‐host:	  	  for	  sand,	  the	  r2	  dropped	  from	  0.96	  [RN=	  0.1096	  +	  0.05484	  %	  Sand	  -­‐	  0.0019	  (%	  
Sand	  -­‐	  51.7576)2	  ]	  to	  0.84	  [RN=	  0.9418	  +	  0.0328	  (%Sand	  -­‐	  0.0016	  (%	  Sand	  -­‐	  54.1944)2]	  
after	  the	  first	  rotation	  with	  corn,	  and	  to	  0.36	  [RN=	  3.5440	  -­‐	  0.0110	  %	  Sand	  -­‐	  0.0019	  (%	  
Sand	  -­‐	  54.1944)2]	  after	  the	  rotation	  with	  soybean	  (Fig.	  2).	  	  Likewise,	  correlations	  in	  field	  
2	  were	  higher	  when	  cotton	  was	  planted [RN=	  3.8599	  -­‐	  0.0064	  %Sand	  -­‐	  0.0010	  (%	  Sand-­‐
69.6252)2,	  r2=	  0.	  81]	  and	  dropped	  dramatically	  after	  peanut	  (non-­‐host)	  [RN=	  3.3240	  +	  
0.0013	  %Sand	  -­‐	  0.0005	  (%	  Sand-­‐69.625)2,	  r2=	  0.34].	  	  In	  all	  cases,	  quadratic	  (polynomial)	  
models	  explained	  RN	  densities,	  showing	  a	  peak	  in	  nematode	  densities	  when	  percent	  
sand	  was	  around	  60	  %	  and	  a	  decline	  when	  percent	  sand	  was	  above	  60-­‐65	  %.	  A	  decrease	  
in	  RN	  densities	  was	  also	  observed	  when	  percent	  silt	  was	  above	  20	  %.	  
Horizontal	  distribution.	  The	  DI	  (VMR)	  was	  above	  1	  and	  the	  chi-­‐square	  test	  
significant	  (P	  <	  0.001)	  for	  all	  sampling	  dates	  in	  both	  fields,	  indicating	  a	  clustered	  
distribution	  of	  RN	  densities	  at	  plant	  and	  harvest	  during	  the	  three	  years	  (Tables	  2	  and	  3).	  
However,	  a	  significant	  neighborhood	  structure	  was	  only	  detected	  in	  field	  1	  when	  cotton	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and	  soybean	  were	  planted	  in	  2011	  and	  2013,	  respectively	  (Fig.	  3,	  4,	  5).	  The	  average	  
distance	  between	  two	  near	  sampling	  points	  (distance	  class)	  was	  2.58	  ±	  0.35	  m	  and	  
correlograms	  showed	  significant	  Moran’s	  I	  index	  values	  only	  for	  plots	  3	  and	  4,	  indicating	  
patches	  of	  5	  to	  10	  m	  in	  plot	  3	  and	  the	  presence	  of	  two	  patches	  of	  high	  RN	  densities	  of	  8	  
to	  10	  m	  in	  plot	  4,	  with	  a	  transition	  area	  between	  patches	  in	  2011	  and	  2013	  (Fig.	  3	  and	  
5).	  Significant	  structure	  was	  not	  found	  for	  plot	  2	  at	  any	  date	  or	  for	  the	  plots	  in	  2012	  
when	  corn	  was	  planted	  (Fig.	  4),	  suggesting	  dependency	  of	  RN	  neighboring	  counts	  on	  a	  
suitable	  host	  (cotton	  and	  soybean).	  	  	  
Interpolation	  maps	  revealed	  that	  RN	  densities	  were	  concentrated	  in	  the	  western	  
part	  of	  plot	  3	  forming	  a	  single	  patch	  that	  disseminated	  up	  to	  the	  center	  of	  the	  plot,	  but	  
the	  nematode	  was	  not	  found	  in	  the	  east	  area	  of	  the	  plot	  (Fig.	  3,	  4,	  5).	  Whereas	  for	  plot	  
4,	  maps	  displayed	  RN	  densities	  distributed	  across	  the	  plot	  with	  two	  peaks	  of	  high	  
densities	  in	  2011	  and	  2013	  (Fig.	  3	  and	  5).	  A	  dispersed	  pattern	  of	  RN	  counts	  was	  found	  in	  
2012	  when	  corn	  was	  planted	  (Fig.	  4).	  No	  dependency	  was	  detected	  between	  neighbors	  
of	  sampling	  locations	  in	  field	  2,	  which	  suggests	  that	  the	  sampling	  scale	  with	  long	  
distances	  between	  sampling	  points	  (min	  distance	  of	  24.3	  m)	  was	  inadequate	  to	  detect	  
the	  spatial	  autocorrelation	  that	  may	  exist	  between	  RN	  densities	  within	  this	  field.	  
However,	  kriging	  maps	  based	  on	  spherical	  models	  showed	  areas	  in	  field	  2	  with	  higher	  
densities	  of	  RN	  for	  all	  sampling	  dates	  (Fig.	  6).	  
Vertical	  distribution.	  	  	  	  The	  first	  layer	  (0-­‐15	  cm)	  contained	  7	  samples	  classified	  as	  
sandy	  loam,	  7	  as	  sandy	  clay	  loam,	  and	  7	  as	  loamy	  sand.	  	  In	  the	  second	  layer	  (15-­‐30	  cm)	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10	  samples	  were	  loamy	  sand,	  4	  sandy	  clay	  loam,	  3	  sandy	  loam,	  2	  sandy	  clay,	  1	  clay	  loam,	  
and	  1	  clay.	  	  In	  the	  third	  layer	  (30-­‐60	  cm),	  13	  were	  clay,	  4	  sandy	  clay,	  2	  loamy	  sand,	  and	  2	  
sandy	  loam.	  	  In	  the	  fourth	  layer	  (>60	  cm)	  17	  samples	  were	  clay,	  2	  sandy	  clay,	  and	  1	  
loamy	  sand.	  	  The	  highest	  sand	  content	  was	  found	  in	  the	  top	  15	  cm	  layer	  (79.88%),	  and	  
sand	  content	  declined	  as	  depth	  increased.	  	  Likewise,	  clay	  content	  was	  lower	  (6.55	  %)	  in	  
the	  shallow	  layer	  and	  increased	  consistently	  with	  soil	  depth.	  Silt	  content	  was	  higher	  and	  
similar	  for	  the	  first	  two	  top	  layers	  (average	  of	  13.57	  and	  14.71	  %	  respectively).	  	  Soil	  
particle	  size	  distribution	  for	  each	  of	  the	  four	  layers	  is	  shown	  in	  Table	  4.	  
For	  the	  first	  vertical	  sampling,	  after	  cotton	  harvest,	  RN	  densities	  were	  higher	  at	  
15-­‐30	  cm	  depth	  (5358.57	  RN/100	  cc	  soil)	  and	  the	  top	  layer	  (3931.43	  RN/100	  cc	  soil).	  
However,	  for	  the	  second	  deep	  sampling,	  after	  the	  peanut	  harvest,	  densities	  of	  RN	  were	  
reduced	  in	  the	  top	  layers	  (1546	  and	  2460	  RN/100	  cc	  soil	  at	  0-­‐	  15	  and	  15-­‐	  30	  cm,	  
respectively)	  and	  higher	  densities	  were	  observed	  at	  30-­‐	  60	  cm	  depth	  (2813.5	  RN/100	  cc	  
soil),	  which	  were	  significantly	  different	  from	  the	  other	  layers	  (Fig.	  7).	  	  
	  
DISCUSSION	  
Previous	  studies	  have	  shown	  that	  silt	  and	  clay	  content	  correlate	  positively	  with	  
RN	  densities	  (Robinson	  et	  al.,	  1987;	  Heald	  and	  Robinson,	  1990;	  Koenning	  et	  al.,	  1996;	  
Davis	  et	  al.,	  2013;	  Moore	  and	  Lawrence).	  	  Our	  data	  show	  that	  densities	  of	  RN	  are	  better	  
correlated	  with	  sand	  content,	  with	  a	  positive	  correlation	  for	  values	  of	  sand	  up	  to	  60%	  
and	  a	  negative	  correlation	  for	  >60%	  sand.	  	  Similarly,	  we	  found	  a	  positive	  correlation	  with	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silt	  content	  up	  to	  20%	  and	  a	  negative	  correlation	  for	  >20%	  silt.	  	  We	  believe	  that	  these	  
changes	  in	  correlation	  behavior	  at	  approximately	  60%	  sand	  and	  20%	  silt	  help	  explain	  
some	  of	  the	  apparent	  contradictions	  reported	  in	  different	  RN	  and	  soil	  texture	  
relationship	  studies.	  	  It	  is	  also	  important	  to	  consider	  the	  range	  of	  variability	  in	  soil	  
textures	  used	  to	  determine	  the	  correlations	  between	  soil	  particle	  size	  and	  nematode	  
densities.	  	  Our	  fine-­‐scale	  sampling	  in	  field	  1,	  with	  sand	  content	  ranging	  from	  21%	  to	  
82%,	  illustrates	  that	  sand	  content	  is	  a	  highly	  adequate	  predictor	  of	  RN	  density.	  	  
However,	  when	  fewer	  samples	  are	  taken	  in	  a	  larger	  field	  with	  more	  uniform	  sand	  
content	  (54	  to	  88%),	  percent	  sand	  is	  less	  reliable	  a	  predictor	  of	  RN	  densities.	  	  Equally	  
important	  is	  to	  consider	  RN	  densities	  themselves.	  	  We	  hypothesize	  that	  very	  high	  RN	  
densities	  within	  a	  field,	  like	  the	  ones	  observed	  in	  field	  2,	  contribute	  to	  obscuring	  the	  
effect	  of	  soil	  texture.	  Ortiz	  et	  al.	  (2010)	  report	  a	  similar	  observation,	  with	  high	  and	  more	  
uniform	  root-­‐knot	  nematode	  densities	  affecting	  the	  predictions	  and	  the	  determination	  
of	  factors	  that	  drive	  the	  distribution	  of	  this	  nematode	  in	  cotton	  fields.	  	  	  	  	  	  	  
Site-­‐specific	  management	  tactics	  are	  more	  applicable	  and	  more	  effective	  on	  
nematode	  species	  that	  have	  an	  aggregated	  spatial	  distribution	  (Park	  et	  al.,	  2007)	  and	  
require	  spatial	  patterns	  to	  be	  highly	  structured	  for	  the	  creation	  of	  accurate	  maps	  
(Avendaño	  et	  al.,	  2003).	  	  Our	  study	  shows	  that	  RN	  displays	  an	  aggregated	  pattern	  of	  
spatial	  distribution,	  characterized	  by	  DI	  values	  significantly	  higher	  than	  1.	  These	  high	  DI	  
values	  are	  explained	  by	  the	  large	  variance	  in	  nematode	  counts	  for	  both	  fields.	  However,	  
the	  spatial	  pattern	  changed	  over	  time	  depending	  on	  the	  host	  and	  also	  varied	  in	  the	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different	  plots	  studied.	  Moreover,	  we	  found	  lack	  of	  spatial	  autocorrelation	  for	  all	  plots	  
in	  field	  1	  when	  corn,	  a	  non-­‐host	  for	  RN,	  was	  planted	  in	  2012.	  It	  is	  plausible	  that	  when	  a	  
suitable	  host	  is	  not	  present,	  all	  vermiform	  stages	  of	  the	  nematode	  are	  more	  dispersed	  
and	  therefore	  show	  a	  more	  random	  distribution	  pattern.	  	  It	  is	  pertinent	  to	  note	  that	  
males	  and	  second-­‐stage	  juveniles	  (J2)	  are	  typically	  the	  only	  stages	  that	  are	  mobile	  in	  the	  
soil	  for	  other	  sedentary	  plant-­‐pathogenic	  nematodes	  important	  in	  field	  crops,	  like	  root-­‐
knot	  and	  cyst,	  but	  for	  RN	  mobile	  stages	  include	  J2,	  J3,	  J4,	  males,	  and	  young	  females.	  	  
The	  question	  of	  whether	  all	  vermiform	  stages	  or	  just	  the	  infective	  stages	  (young	  
females)	  change	  their	  spatial	  distribution	  in	  response	  to	  the	  presence	  or	  absence	  of	  the	  
host	  is	  yet	  to	  be	  answered.	  
The	  clustered	  distribution	  found	  for	  RN	  suggests	  that	  site-­‐specific	  management	  
may	  be	  appropriate	  for	  this	  nematode,	  especially	  when	  individual	  fields	  show	  high	  
structure	  in	  soil	  texture	  and	  RN	  densities.	  	  Site-­‐specific	  management	  may	  require	  more	  
intensive	  sampling	  than	  other	  conventional	  management	  programs	  (Karimzadeh	  et	  al.,	  
2011).	  	  However,	  if	  the	  pattern	  of	  aggregation	  of	  the	  nematode	  is	  understood,	  this	  may	  
facilitate	  the	  development	  of	  sampling	  strategies.	  	  In	  this	  study,	  a	  scale	  of	  4	  x	  4	  m	  was	  
sufficient	  to	  detect	  the	  aggregation	  pattern	  and	  size	  of	  the	  patches	  of	  RN	  that	  ranged	  
from	  8	  to	  12	  m,	  and	  clusters	  were	  detected	  regardless	  of	  the	  soil	  type.	  	  Future	  studies	  
could	  consider	  larger	  sampling	  distances,	  over	  8	  m,	  which	  was	  the	  minimum	  size	  of	  the	  
patches	  found	  in	  our	  study.	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We	  believe	  that	  soil	  texture	  is	  a	  useful	  starting	  point	  for	  delineation	  of	  RN	  
management	  zones.	  	  However,	  the	  observed	  differences	  in	  ECa	  readings	  and	  RN	  
densities	  for	  plots	  2	  and	  4,	  which	  were	  found	  to	  have	  the	  same	  soil	  type	  (sandy	  loam)	  
indicate	  that	  other	  drivers	  of	  RN	  distribution	  are	  at	  play.	  	  We	  hypothesize	  that	  for	  field	  
1,	  additional	  drivers	  of	  variability	  of	  ECa	  readings	  and	  RN	  densities	  were	  elevation	  and	  
water	  drainage	  patterns,	  which	  is	  consistent	  with	  what	  other	  researchers	  have	  reported	  
(Monfort	  et	  al.,	  2007;	  Herring	  et	  al.,	  2010;	  Davis	  et	  al.,	  2013).	  	  However,	  depending	  on	  
the	  level	  of	  resolution	  of	  the	  delineated	  potential	  management	  zones,	  plot	  2	  and	  4	  could	  
have	  fallen	  within	  the	  same	  management	  zone.	  	  Water	  retention	  capacity	  is	  the	  most	  
likely	  driver	  of	  the	  correlations	  observed	  between	  RN	  density	  and	  sand	  content.	  	  
Although	  we	  did	  not	  measure	  soil	  water	  content	  directly	  in	  this	  study,	  ECa	  readings	  
reflect	  differences	  in	  water	  content.	  	  Other	  factors	  that	  may	  affect	  the	  distribution	  of	  RN	  
in	  the	  field,	  and	  that	  may	  weigh	  differently	  in	  individual	  fields,	  include:	  initial	  
introduction	  of	  nematodes	  to	  the	  field	  and	  subsequent	  dissemination	  pattern,	  field	  crop	  
history,	  and	  other	  edaphic	  factors	  such	  as	  soil	  bulk	  density	  and	  soil	  nutrient	  status.	  	  
Reniform	  nematode	  probably	  responds	  to	  various	  stimuli	  interactively	  or	  
sequentially	  in	  a	  manner	  that	  increases	  the	  chances	  of	  completing	  the	  life	  cycle.	  	  Carbon	  
dioxide,	  for	  example,	  has	  been	  shown	  to	  attract	  several	  nematode	  species	  (Robinson	  et	  
al.,	  1995)	  and	  has	  been	  proposed	  as	  critical	  for	  root	  finding	  and	  a	  determinant	  of	  the	  
vertical	  distribution	  of	  nematodes	  in	  the	  soil.	  	  Likewise,	  movement	  of	  RN	  along	  vertical	  
gradients	  of	  temperature	  (Robinson,	  1994)	  and	  CO2	  (Robinson,	  1995)	  simulated	  in	  sand	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columns	  have	  shown	  that	  RN	  has	  greater	  downward	  movement	  than	  M.	  incognita.	  	  	  
When	  the	  soil	  warms,	  RN	  can	  move	  away	  from	  the	  heat	  (downward)	  and	  when	  the	  soil	  
cools,	  it	  moves	  toward	  the	  heat	  (also	  downward).	  	  Downward	  movement	  of	  RN	  was	  
associated	  with	  head-­‐down	  descent	  in	  water	  and	  was	  suggested	  to	  result	  from	  
differences	  in	  the	  specific	  gravity	  of	  the	  two	  ends	  of	  the	  body	  (Robinson,	  1994).	  	  In	  our	  
study,	  we	  observed	  a	  downward	  movement	  of	  RN	  when	  a	  non-­‐host	  (peanut)	  is	  planted.	  	  
Densities	  were	  higher	  in	  the	  root	  zone	  (0-­‐30	  cm)	  when	  cotton	  (host)	  is	  present,	  but	  
below	  the	  root	  zone	  (highest	  at	  30-­‐60	  cm)	  with	  peanut.	  
	  Sampling	  for	  vertical	  distribution	  in	  field	  2	  indicated	  the	  highest	  RN	  densities	  are	  
found	  between	  15	  and	  30	  cm	  deep,	  followed	  by	  the	  top	  15-­‐cm	  layer.	  However,	  after	  
peanut	  harvest,	  RN	  densities	  decreased	  at	  these	  depths	  and	  remained	  constant	  for	  the	  
other	  layers,	  which	  also	  presented	  high	  densities	  of	  RN	  (over	  2000	  RN/100	  cc	  soil	  for	  30-­‐
60	  cm	  and	  over	  1000	  RN/100	  cc	  soil	  for	  >60	  cm).	  	  Westphal	  and	  Smart	  (2003)	  and	  
Robinson	  et	  al.	  (Robinson	  et	  al.,	  2000;	  Robinson	  et	  al.,	  2005)	  found	  higher	  densities	  of	  
RN	  at	  depths	  below	  30	  cm,	  concluding	  that	  RN	  densities	  did	  not	  follow	  the	  root	  system.	  	  
In	  their	  studies,	  vertical	  changes	  in	  soil	  texture	  were	  limited	  and	  assumed	  to	  not	  be	  a	  
factor	  affecting	  changes	  in	  population	  density.	  	  Sand	  content	  in	  the	  Westphal	  and	  Smart	  
(2003)	  study	  ranged	  from	  an	  average	  of	  69%	  in	  the	  0-­‐30	  cm	  layer	  to	  83%	  sand	  in	  the	  60-­‐
90	  cm	  layer.	  	  In	  our	  study,	  sand	  content	  is	  reduced	  drastically	  with	  depth,	  from	  an	  
average	  of	  79.88%	  sand	  in	  the	  0-­‐30	  cm	  layer	  to	  an	  average	  of	  12.51%	  in	  the	  >60	  cm	  
layer.	  	  In	  addition	  to	  the	  influence	  of	  soil	  texture,	  there	  is	  evidence	  for	  a	  host	  root	  effect.	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In	  our	  study,	  RN	  densities	  were	  higher	  were	  the	  majority	  of	  the	  cotton	  roots	  are	  
present:	  	  the	  top	  30	  cm.	  	  This	  is	  also	  consistent	  with	  the	  observed	  change	  in	  RN	  
distribution	  pattern	  with	  the	  presence	  of	  the	  host.	  	  Nevertheless,	  it	  is	  important	  to	  
consider	  that	  RN	  densities	  in	  the	  field	  where	  we	  did	  the	  vertical	  sampling	  were	  high	  
(above	  thresholds	  for	  cotton	  in	  South	  Carolina),	  with	  high	  densities	  found	  across	  the	  
four	  layers,	  including	  >	  60	  cm,	  and	  much	  higher	  than	  those	  found	  in	  the	  two	  studies	  
cited	  above.	  	  	  
Crop	  rotation	  with	  corn,	  peanut,	  or	  resistant	  soybean	  is	  a	  prescribed	  method	  for	  
RN	  management	  for	  cotton	  producers	  in	  several	  states	  (Overstreet	  and	  McGawley,	  
1993;	  Gazaway	  et	  al.,	  2000;	  Davis	  et	  al.,	  2003).	  	  Cotton	  yields	  have	  been	  shown	  to	  
increase	  following	  corn	  or	  resistant	  soybean	  versus	  fields	  planted	  with	  continuous	  
cotton	  in	  North	  Carolina,	  Georgia,	  Arkansas,	  and	  Alabama	  (Gazaway	  et	  al.,	  2000;	  Davis	  
et	  al.,	  2003).	  	  Researchers	  have	  found	  no	  significant	  differences	  among	  soybean	  cultivars	  
or	  corn	  hybrids	  used	  in	  rotations,	  suggesting	  it	  is	  a	  species	  effect	  and	  not	  dependent	  on	  
cultivar	  (Davis	  et	  al.,	  2003).	  	  Crop	  rotation	  has	  also	  been	  shown	  to	  influence	  the	  genetic	  
population	  structure	  of	  RN	  (Leach	  et	  al.,	  2012),	  but	  our	  study	  is	  the	  first	  to	  show	  an	  
effect	  of	  crop	  on	  the	  spatial	  distribution	  pattern	  of	  RN	  in	  the	  field.	  
Most	  management	  decisions	  are	  based	  on	  RN	  densities	  found	  in	  the	  top	  15	  cm,	  
but	  it	  is	  important	  to	  be	  aware	  of	  the	  potential	  variability	  in	  the	  vertical	  distribution	  of	  
the	  nematode	  and	  the	  influence	  of	  rotation	  crops	  on	  the	  distribution	  patterns.	  	  The	  
understanding	  of	  the	  horizontal	  and	  vertical	  distribution	  of	  RN	  is	  essential	  for	  choosing	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adequate	  sampling	  strategies	  as	  well	  as	  for	  delineating	  zones	  for	  site-­‐specific	  
management.	  	  This	  study	  shows	  that	  sand	  content	  is	  a	  good	  predictor	  of	  the	  variability	  
of	  RN	  densities	  in	  a	  field	  as	  inferred	  by	  soil	  shallow	  ECa	  readings	  and	  describes	  the	  
aggregated	  patterns	  of	  distribution	  of	  the	  nematode.	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Table	  1.1.	  	  Soil	  particle	  size	  distribution	  (percentage	  content	  of	  sand,	  silt,	  clay)	  
determined	  by	  the	  Bouyoucos	  method	  and	  corresponding	  soil	  ECa	  readings	  (0-­‐30	  cm)	  for	  
each	  plot	  (n=20)	  in	  field	  1	  and	  all	  sampling	  points	  in	  field	  2	  (n=40)	  
	  
	   	   	   %	   ECa	  
	   	   	   Clay	   Silt	   Sand	   	   0-­‐30	  cm	  
field	  1	  
	  
plot	  1	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
7.28	  
0.22	  
6.1-­‐8.2	  
12.20	  	  
0.34	  
9.8-­‐	  16	  
80.49	  	  
0.36	  
75.9-­‐	  81.9	  
	   4.77	  	  
0.52	  
2.4-­‐7.1	  
	   plot	  2	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
14.21	  
0.51	  
10.1-­‐16.4	  
21.97	  	  
1.37	  
11.8-­‐34.1	  
63.81	  	  
1.50	  
51.9-­‐76	  
	   7.23	  	  
0.21	  
5.2-­‐9	  
	   plot	  3	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
26.21	  
0.77	  
20.1-­‐32.2	  
36.89	  	  
1.40	  
28-­‐48	  
36.95	  	  
1.68	  
21.9-­‐50	  
	   10.02	  	  
0.38	  
7.8-­‐13.4	  
	   plot	  4	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
15.38	  
0.66	  
10.1-­‐22.1	  
20.46	  	  
0.36	  
18.1-­‐24	  
64.16	  	  
0.90	  
53.9-­‐71.8	  
	   10.06	  	  
0.44	  
6.6-­‐3.7	  
field	  2	   	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
16.32	  
0.99	  
6.2-­‐28.2	  
10.13	  
0.54	  
6-­‐20	  
73.56	  
1.37	  
53.8-­‐87.9	  
	   4.63	  
0.21	  
2-­‐7.3	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Table	  1.2.	  Reniform	  nematode	  densities	  (individuals	  per	  100	  cc	  soil)	  found	  in	  the	  top	  15	  
cm	  in	  each	  plot	  (n=20)	  across	  sampling	  dates	  for	  field	  1	  
	  	  
	   	   	   %	   ECa	  
	   	   	   Clay	   Silt	   Sand	   	   0-­‐30	  cm	  
field	  1	  
	  
plot	  1	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
7.28	  
0.22	  
6.1-­‐8.2	  
12.20	  	  
0.34	  
9.8-­‐	  16	  
80.49	  	  
0.36	  
75.9-­‐	  81.9	  
	   4.77	  	  
0.52	  
2.4-­‐7.1	  
	   plot	  2	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
14.21	  
0.51	  
10.1-­‐16.4	  
21.97	  	  
1.37	  
11.8-­‐34.1	  
63.81	  	  
1.50	  
51.9-­‐76	  
	   7.23	  	  
0.21	  
5.2-­‐9	  
	   plot	  3	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
26.21	  
0.77	  
20.1-­‐32.2	  
36.89	  	  
1.40	  
28-­‐48	  
36.95	  	  
1.68	  
21.9-­‐50	  
	   10.02	  	  
0.38	  
7.8-­‐13.4	  
	   plot	  4	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
15.38	  
0.66	  
10.1-­‐22.1	  
20.46	  	  
0.36	  
18.1-­‐24	  
64.16	  	  
0.90	  
53.9-­‐71.8	  
	   10.06	  	  
0.44	  
6.6-­‐3.7	  
field	  2	   	   mean	  
std	  error	  
min-­‐max	  
16.32	  
0.99	  
6.2-­‐28.2	  
10.13	  
0.54	  
6-­‐20	  
73.56	  
1.37	  
53.8-­‐87.9	  
	   4.63	  
0.21	  
2-­‐7.3	  
*	  variance-­‐to-­‐mean	  ratio	  (Dispersal	  Index	  (DI))	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Table	  1.3.	  Reniform	  nematode	  densities	  per	  100	  cc	  soil	  found	  in	  the	  top	  15	  cm	  for	  all	  
sampling	  dates	  in	  field	  2	  in	  cotton	  (n=40)	  and	  peanut	  (n=40)	  
*	  variance-­‐to-­‐mean	  ratio	  (Dispersal	  Index)
	   Cotton	  2012	   	   	   	   Peanut	  2013	  
	   at	  plant	   harvest	   F	   P	  >	  F	   	   at	  plant	   harvest	   F	   P	  >	  F	  
	   	   	   	   	   	   	   	   	   	  
mean	   1877.5b*	   3506.5a	   34.38	   <0.0001	   	   2377.75a	   940b	   35.18	   <0.0001	  
std	  
error	  
131.34	   284.04	   	   	   	   212.52	   127.12	   	   	  
min-­‐
max	  
580-­‐
4390	  
970-­‐
10070	  
	   	   	   230-­‐
6190	  
80-­‐
3070	  
	   	  
VMR*	   367.52	   920.36	   	   	   	   87.1	   1201.5	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Table	  1.4.	  Soil	  particle	  size	  distribution	  (percentage	  content	  of	  sand,	  silt,	  clay)	  
determined	  by	  the	  Bouyoucos	  method	  for	  vertical	  core	  samples	  from	  field	  2	  (n=21)	  
	  
	  
	  
Core	  section	  
	  
	  
	   %	   	  
	  Sand	   Silt	   Clay	  
0-­‐15	  cm	   mean	   79.88	   13.57	   6.55	  
	   std	  error	   2.05	   1.03	   1.32	  
	   min-­‐max	   59.37-­‐89.23	   8.11-­‐25.00	   1.52-­‐18.75	  
	   	   	   	   	  
15-­‐30	  cm	   mean	   68.47	   14.71	   16.82	  
	   std	  error	   2.88	   2.31	   3.87	  
	   min-­‐max	   35.71-­‐85.37	   0-­‐35.71	   2.17-­‐56.14	  
	   	   	   	   	  
30-­‐60	  cm	   mean	   29.85	   4.31	   65.48	  
	   std	  error	   6.14	   2.07	   7.80	  
	   min-­‐max	   0-­‐80.00	   0-­‐30.77	   2.22-­‐100	  
	   	   	   	   	  
>60	  cm	   mean	   12.51	   3.94	   83.55	  
	   std	  error	  
min-­‐max	  
6.70	  
0-­‐77.08	  
2.82	  
0-­‐38.30	  
9.09	  
2.08-­‐100	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Fig.	  1.1.	  Field	  1:	  Fine	  scale	  sampling.	  Electrical	  conductivity	  (ECa)	  map	  and	  sampling	  
design.	  ECa	  readings	  were	  taken	  before	  planting	  (April	  2011).	  A.	  Map	  showing	  seven	  ECa	  
zones	  of	  the	  field.	  	  Each	  color	  represents	  different	  ECa	  ranges.	  	  B.	  Four	  plots	  were	  
selected	  for	  sampling	  and	  each	  plot	  was	  divided	  into	  40	  (4	  x	  4m)	  subplots.  Eighty	  total	  
samples	  per	  date	  (40/2	  *	  4	  =	  80)	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Fig.	  1.2.	  Relationships	  between	  reniform	  nematode	  densities	  (log10	  (RN/100	  cc	  soil+1))	  
and	  soil	  particle	  size	  (%	  sand,	  slit,	  and	  clay	  content)	  in	  field	  1	  for	  cotton	  (2011),	  corn	  
(2012),	  and	  soybean	  (2013).	  	  Regression	  curves	  are	  described	  by	  quadratic	  functions.	  	  
A.	  RN=	  0.1096	  +	  0.0548	  %	  Sand	  -­‐	  0.0019	  (%	  Sand	  -­‐51.7576)2,	  B.	  RN=	  0.9418338	  +	  0.0328	  
%	  Sand	  -­‐	  0.0016	  (%	  Sand	  -­‐54.1944)2,	  C.	  RN=	  3.5440	  -­‐	  0.0110	  %	  Sand	  -­‐	  0.0019	  (%	  Sand	  -­‐
54.1944)2,	  D.	  RN=	  5.3896	  -­‐	  0.0919	  %	  Silt	  -­‐	  0.0041(%	  Silt	  -­‐28.1860)2,	  E.	  RN	  =	  4.1726	  -­‐	  
0.0573	  %	  Silt	  -­‐	  0.0041(%	  Silt	  -­‐	  26.8279)2,	  F.	  RN=	  2.1639	  +	  0.0227	  %	  Silt	  -­‐	  0.0040	  (%	  Silt)2	  
G.	  RN=	  4.6748	  -­‐	  0.1134	  %	  Clay	  -­‐	  0.0016*(%	  Clay	  -­‐19.0797)2,H.	  RN=	  3.4867	  -­‐	  0.0620	  %	  
Clay	  -­‐	  0.0028	  (%	  Clay	  -­‐	  18.0893)2,	  I.	  RN=	  2.4322	  +	  0.0345	  %	  Clay	  -­‐	  0.0141(%	  Clay	  -­‐	  
18.0893)2	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Fig.	  1.3.	  Interpolation	  maps	  and	  correlograms	  for	  field	  1	  showing	  Moran’s	  I	  index	  for	  plots	  2,	  3	  and	  4	  in	  2011	  (cotton).	  Solid	  
black	  circles	  indicate	  significant	  correlation	  at	  0.05	  level	  of	  significance	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Fig.	  1.4.	  Interpolation	  maps	  and	  correlograms	  for	  field	  1	  showing	  Moran’s	  I	  index	  for	  plots	  2,	  3	  and	  4	  in	  2012	  (corn).	  	  Solid	  
black	  circles	  indicate	  significant	  correlation	  at	  0.05	  level	  of	  significance	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Fig.	  1.5.	  Interpolation	  maps	  and	  correlograms	  for	  field	  1	  showing	  Moran’s	  I	  index	  for	  plots	  2,	  3	  and	  4	  in	  2013	  (soybean).	  	  Solid	  
black	  circles	  indicate	  significant	  correlation	  at	  0.05	  level	  of	  significance	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Fig.	  1.6.	  Reniform	  nematode	  densities	  (individuals/100	  cc	  of	  soil)	  in	  the	  top	  15	  cm	  interpolated	  by	  ordinary	  kriging	  at	  each	  
sampling	  date	  in	  field	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Fig.	  1.7.	  Reniform	  nematode	  densities	  (individuals/100	  cc	  of	  soil)	  by	  depth	  (±SE)	  after	  
cotton	  (2012)	  and	  peanut	  (2013)	  in	  field	  2.	  	  White	  letters	  indicate	  statistical	  comparisons	  
within	  cotton;	  black	  letters	  indicate	  statistical	  comparisons	  within	  peanut	  (Tukey’s	  
means	  comparison	  test,	  p<0.001)	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CHAPTER	  TWO	  
POPULATION	  DYNAMICS	  AND	  SPATIAL	  DISTRIBUTION	  OF	  COLUMBIA	  LANCE	  
NEMATODE	  Hoplolaimus	  columbus	  IN	  COTTON	  
	  
ABSTRACT	  
Columbia	  lance	  nematode	  (CLN)	  can	  cause	  severe	  stunting	  and	  considerable	  
yield	  losses	  in	  cotton.	  	  A	  three-­‐year	  field	  study	  was	  conducted	  in	  South	  Carolina	  with	  the	  
purpose	  of	  examining	  the	  population	  dynamics	  and	  spatial	  distribution	  patterns	  of	  CLN	  
as	  influenced	  by	  soil	  texture,	  the	  presence	  of	  reniform	  nematode	  (RN),	  and	  a	  cotton-­‐
corn-­‐soybean	  rotation	  scheme.	  	  Four	  plots	  with	  different	  soil	  textures	  inferred	  by	  soil	  
electrical	  conductivity	  were	  sampled	  at	  plant	  and	  at	  harvest	  for	  each	  crop.	  	  Results	  
showed	  that	  population	  densities	  of	  CLN	  were	  aggregated	  and	  that	  the	  host	  plant	  did	  
not	  affect	  the	  pattern	  of	  spatial	  distribution.	  	  Columbia	  lance	  nematode	  and	  RN	  were	  
found	  in	  spatially	  distinct	  areas	  in	  the	  field,	  driven	  by	  differences	  in	  soil	  texture,	  with	  
CLN	  having	  a	  marked	  preference	  for	  very	  high	  sand	  content	  and	  RN	  a	  preference	  for	  60-­‐
65%	  sand	  content.	  	  Concomitant	  infestations	  of	  CLN	  and	  RN	  in	  a	  field	  will	  probably	  result	  
in	  one	  species	  being	  the	  key	  pest,	  depending	  on	  sand	  content.	  	  Knowledge	  of	  the	  
distribution	  patterns	  of	  CLN	  is	  essential	  for	  selecting	  sampling	  strategies	  and	  for	  site-­‐
specific	  management.	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INTRODUCTION	  
	   Hoplolaimus	  columbus,	  Columbia	  lance	  nematode	  (CLN),	  can	  cause	  severe	  
stunting	  and	  considerable	  yield	  losses	  in	  cotton	  (Lewis	  and	  Fassuliotis,	  1982;	  Noe,	  1993;	  
Koenning	  et	  al.,	  2003;	  Koenning	  et	  al.,	  2004).	  	  Lance	  nematodes	  are	  migratory	  endo-­‐	  and	  
ectoparasites	  that	  cause	  necrotic	  lesions	  in	  cotton	  roots.	  	  The	  most	  substantial	  damage	  
occurs	  when	  plants	  are	  infected	  early	  in	  the	  growing	  season	  and	  the	  tips	  of	  tap	  and	  
secondary	  roots	  are	  damaged	  (Lewis	  et	  al.,	  1976;	  Mueller	  and	  Sullivan,	  1988).	  	  Damage	  
thresholds	  are	  reported	  to	  be	  approximately	  75	  CLN	  per	  100	  cm3	  of	  soil,	  and	  yield	  losses	  
normally	  range	  from	  10	  to	  25%,	  but	  can	  surpass	  50%	  (Koenning	  et	  al.,	  2004;	  Mueller	  et	  
al.,	  2010).	  	  	  	  
In	  South	  Carolina,	  CLN,	  root-­‐knot	  nematode	  (RKN)	  Meloidogyne	  incognita,	  and	  
reniform	  nematode	  (RN)	  Rotylenchulus	  reniformis	  are	  the	  three	  main	  plant-­‐pathogenic	  
nematode	  species	  causing	  yield	  losses	  in	  cotton	  production	  (Lewis	  and	  Smith,	  1976;	  
Lewis	  and	  Fassuliotis,	  1982;	  Martin	  et	  al.,	  1994).	  	  A	  survey	  of	  cotton-­‐growing	  counties	  in	  
the	  state	  (Martin	  et	  al.,	  1994)	  showed	  that	  these	  three	  species	  are	  present	  in	  
approximately	  60%	  of	  the	  cotton	  acreage	  in	  South	  Carolina	  and	  exceed	  damage	  
thresholds	  in	  nearly	  50%	  of	  that	  area.	  	  Columbia	  lance	  nematode	  and	  RKN	  were	  found	  in	  
all	  16	  counties	  sampled,	  and	  RN	  was	  found	  in	  11	  of	  the	  16	  counties.	  	  Unlike	  RKN	  and	  RN,	  
which	  are	  widely	  distributed	  across	  the	  cotton-­‐growing	  states	  in	  the	  southeastern	  
United	  States,	  CLN	  has	  a	  more	  limited	  distribution	  and	  is	  only	  reported	  infecting	  cotton	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plants	  in	  North	  Carolina,	  South	  Carolina,	  and	  Georgia	  (Gazaway,	  1994;	  Koenning	  et	  al.,	  
1999).	  	  	  
The	  relationship	  between	  H.	  columbus	  and	  M.	  incognita	  on	  cotton	  has	  been	  
studied	  in	  the	  field	  (Bird	  et	  al.,	  1974)	  and	  in	  the	  greenhouse	  (Kraus-­‐Schmidt	  and	  Lewis,	  
1981).	  	  Populations	  of	  M.	  incognita	  can	  be	  suppressed	  in	  the	  presence	  of	  H.	  columbus,	  
to	  the	  extent	  that	  H.	  columbus	  can	  replace	  M.	  incognita	  as	  the	  predominant	  plant-­‐
pathogenic	  species	  (Bird	  et	  al.,	  1974,	  Kraus-­‐Schmidt	  and	  Lewis,	  1981).	  	  Distribution	  of	  
these	  two	  nematode	  species	  in	  the	  field	  has	  been	  shown	  to	  be	  influenced	  by	  soil	  
texture.	  	  The	  occurrence	  of	  higher	  population	  densities	  of	  RKN	  and	  more	  severe	  crop	  
damage	  in	  coarser	  textured	  soils	  is	  well	  documented	  (Koenning	  et	  al.,	  2004).	  	  
Reproduction	  of	  M.	  incognita	  has	  been	  shown	  to	  be	  greater	  in	  soils	  ranging	  in	  sand	  
content	  from	  72	  to	  91%	  (Prot	  and	  Van	  Gundy,	  1981).	  	  Likewise,	  population	  densities	  of	  
H.	  columbus	  are	  positively	  correlated	  to	  sand	  content	  in	  fields	  where	  the	  sand	  content	  
ranges	  from	  81	  to	  90%,	  and	  the	  species	  is	  reported	  to	  be	  rare	  in	  soils	  with	  less	  than	  70%	  
sand	  (Khalilian	  et	  al.,	  2001).	  
The	  relationship	  between	  H.	  columbus	  and	  R.	  reniformis	  in	  cotton	  fields	  has	  not	  
been	  studied,	  but	  the	  two	  species	  appear	  to	  have	  different	  soil	  texture	  associations.	  	  In	  
a	  previous	  field	  study,	  Holguin	  et	  al.	  (2014)	  reported	  strong	  correlations	  between	  RN	  
densities	  and	  percent	  sand	  and	  silt,	  showing	  that	  RN	  densities	  peak	  when	  sand	  content	  
is	  around	  60-­‐65	  %	  and	  decline	  when	  sand	  content	  increases	  above	  65%.	  However,	  
cotton	  has	  been	  shown	  to	  be	  an	  excellent	  host	  for	  both	  species	  (Noe,	  1993)	  and	  several	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authors	  have	  reported	  an	  increase	  in	  distribution	  of	  these	  nematodes	  in	  cotton-­‐growing	  
regions	  (Bird	  et	  al.,	  1974;	  Martin	  et	  al.,	  1994;	  Koenning	  et	  al.	  2003).	  	  Lewis	  and	  Smith	  
(1976)	  suggest	  that	  the	  high	  incidence	  of	  H.	  columbus	  in	  South	  Carolina	  may	  be	  due	  to	  
continuous	  cropping	  with	  susceptible	  hosts,	  such	  as	  cotton,	  corn,	  and	  soybean,	  and	  they	  
indicate	  that	  continuous	  cotton	  may	  sustain	  higher	  densities	  of	  CLN	  than	  rotations	  with	  
soybean	  and	  corn.	  	  The	  population	  dynamics	  and	  distribution	  patterns	  of	  H.	  columbus	  
and	  R.	  reniformis	  in	  cotton	  fields	  infested	  with	  both	  species	  can	  be	  especially	  relevant	  
when	  considering	  crop	  rotation	  as	  a	  management	  practice	  (Davis	  et	  al.,	  2000).	  	  For	  
example,	  rotation	  with	  corn	  or	  RN-­‐resistant	  soybean,	  both	  suitable	  hosts	  for	  CLN,	  is	  a	  
commonly	  prescribed	  management	  practice	  for	  RN	  on	  cotton	  (Davis	  et	  al.	  2003,	  
Koenning	  et	  al.,	  2003).	  
Distribution	  of	  CLN	  within	  a	  field	  is	  usually	  in	  scattered	  patches	  determined	  by	  
soil	  texture	  due	  to	  the	  strong	  positive	  correlation	  between	  CLN	  population	  densities	  and	  
sand	  content	  (Khalilian	  et	  al.	  2001;	  Koenning	  et	  al.	  2004).	  Consequently,	  the	  application	  
of	  nematicides	  uniformly	  over	  the	  entire	  field	  for	  the	  control	  of	  CLN	  can	  be	  both	  costly	  
and	  environmentally	  questionable	  (Mueller	  et	  al.,	  2010).	  Site-­‐specific	  application	  of	  
nematicides	  has	  been	  proposed	  for	  management	  of	  nematodes	  in	  cotton	  fields	  (Davis	  et	  
al.,	  2013;	  Mueller	  et	  al.,	  2010),	  so	  that	  application	  of	  nematicides	  is	  restricted	  to	  target	  
areas	  in	  the	  field	  where	  the	  nematodes	  are	  above	  threshold	  (Khalilian	  et	  al.,	  2001,	  
Mueller	  et	  al.,	  2010).	  	  By	  using	  a	  soil	  electrical	  conductivity	  meter,	  the	  soil	  texture	  can	  be	  
inferred	  and	  the	  distribution	  of	  CLN	  can	  be	  predicted	  (Khalilian	  et	  al.	  2011;	  Ortiz	  et	  al.	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2010;	  Mueller	  et	  al.	  2010,	  Davis	  et	  al.	  2013).	  	  However,	  soil	  texture	  is	  not	  the	  only	  driver	  
of	  CLN	  distribution	  in	  the	  field,	  and	  the	  effective	  use	  of	  site-­‐specific	  management	  
requires	  knowledge	  of	  the	  spatial	  distribution	  patterns	  of	  the	  nematode	  species	  within	  
individual	  fields	  (Park	  et	  al.,	  2007;	  Mueller	  et	  al.,	  2001).	  	  The	  objective	  of	  this	  three-­‐year	  
study	  was	  to	  determine	  population	  dynamics	  and	  spatial	  distribution	  patterns	  of	  CLN	  as	  
influenced	  by	  soil	  texture	  and	  the	  presence	  of	  RN,	  under	  a	  cotton-­‐corn-­‐soybean	  rotation	  
scheme.	  	  	  
	  
MATERIALS	  AND	  METHODS	  
Population	  densities	  of	  CLN	  and	  RN	  were	  monitored	  over	  three	  growing	  seasons	  
(spring	  2011	  to	  winter	  2013)	  in	  a	  36.4	  ha	  irrigated	  commercial	  field	  near	  Bishopville,	  
South	  Carolina	  (80.648°	  W,	  33.736°	  N).	  The	  field	  was	  planted	  with	  cotton	  ‘Deltapine	  
1050’	  in	  2011,	  followed	  by	  corn	  ‘Pioneer	  1690’	  in	  2012,	  and	  soybean	  ‘Asgrow	  7231’	  in	  
2013.	  	  	  
Plot	  selection	  and	  sample	  collection.	  	  Prior	  to	  this	  study	  (April	  2011),	  the	  soil	  
electrical	  conductivity	  (ECa)	  was	  measured	  in	  the	  field	  with	  a	  sensor	  cart	  (Veris	  3100	  
from	  Veris	  Technologies,	  Salina,	  Kan.,	  USA)	  to	  map	  the	  soil	  ECa	  and	  identify	  management	  
zones	  in	  the	  field	  with	  predictable	  soil	  texture	  similarities	  (Mueller	  et	  al.,	  2010).	  Using	  
Global	  Positioning	  System	  (GPS)	  technology	  and	  mapping	  sensors,	  each	  point	  in	  the	  field	  
where	  the	  ECa	  value	  was	  taken	  was	  geo-­‐referenced	  to	  create	  a	  map.	  	  The	  generated	  
map	  was	  divided	  into	  seven	  sections	  according	  to	  shallow	  ECa	  (0-­‐30	  cm)	  value	  ranges	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(Fig.	  1a).	  	  For	  nematode	  sampling,	  four	  zones	  of	  the	  field	  were	  selected	  to	  represent	  
different	  ECa	  readings	  and	  corresponding	  inferred	  textures.	  In	  each	  of	  these	  four	  zones,	  
a	  plot	  of	  40	  x	  16	  m	  was	  divided	  into	  40	  subplots	  of	  4	  x	  4	  m	  (Fig.	  1b).	  	  Soil	  samples	  were	  
collected	  from	  20	  subplots	  in	  each	  plot	  at	  planting	  (May	  2011	  and	  August	  2013)	  and	  
after	  harvest	  (December	  2011	  and	  December	  2013).	  	  In	  September	  2012,	  soil	  samples	  
were	  collected	  only	  after	  corn	  harvest.	  Each	  soil	  sample	  consisted	  of	  four	  subsamples	  
taken	  from	  within	  a	  one-­‐square-­‐meter	  area	  (15	  cm	  deep)	  and	  composited	  into	  a	  single	  
sample,	  for	  a	  total	  of	  80	  samples	  per	  date.	  
From	  each	  sample,	  nematodes	  were	  extracted	  by	  sugar	  centrifugal	  flotation	  
(Jenkins,	  1964)	  and	  soil	  particle	  distribution	  (percentage	  of	  sand,	  silt	  and	  clay	  content)	  
was	  determined	  using	  the	  Bouyoucos	  method	  (Bouyoucos,	  G.J.	  	  1962).	  	  At	  the	  end	  of	  the	  
study,	  after	  soybean	  harvest	  (January	  2014),	  vertical	  soil	  cores	  (1m	  deep	  and	  x	  4.3	  cm	  in	  
diameter)	  were	  taken	  in	  16	  sites	  in	  plots	  1	  and	  2	  (8	  sites	  per	  plot)	  with	  a	  hydraulically	  
operated	  soil	  sampler	  (GSTS,	  Giddings	  Machine	  Company,	  Fort	  Collins,	  CO)	  mounted	  on	  
a	  tractor.	  	  Each	  vertical	  core	  was	  divided	  into	  four	  sections:	  0-­‐15	  cm,	  15-­‐30	  cm,	  30-­‐60	  
cm,	  and	  below	  60	  cm.	  From	  each	  section	  of	  the	  vertical	  core,	  nematodes	  were	  extracted	  
and	  textural	  analysis	  performed	  in	  the	  same	  manner	  described	  above.	  	  	  
Statistical	  analysis.	  	  Descriptive	  data	  analysis	  for	  nematode	  density	  and	  soil	  
particle	  size	  distribution	  was	  performed	  for	  each	  plot.	  	  Population	  densities	  of	  CLN	  and	  
RN	  were	  visualized	  using	  contour	  maps	  for	  plots	  where	  the	  two	  nematodes	  occurred	  
together	  using	  JMP	  v.10	  (SAS	  Institute	  Inc.,	  Cary,	  NC).	  The	  mean	  population	  densities	  of	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the	  two	  species	  were	  compared	  each	  year	  using	  a	  two-­‐way	  analysis	  of	  variance	  (ANOVA)	  
with	  plots	  and	  sampling	  date	  as	  factors	  using	  JMP,	  version	  10.	  	  Sampling	  date	  was	  
included	  as	  a	  repeated	  measurement	  statement	  with	  a	  first-­‐order	  autoregressive	  
covariance	  structure	  (ANOVA,	  PROC	  MIXED).	  Densities	  were	  log10	  (x	  +	  1)	  transformed	  to	  
standardize	  the	  variance	  prior	  to	  ANOVA.	  	  
The	  variance	  to	  mean	  ratio	  was	  used	  as	  dispersal	  index	  (DI)	  to	  determine	  the	  
distribution	  of	  CLN	  densities	  per	  plot	  at	  each	  sampling	  date	  (Taylor,	  1961;	  Taylor,	  1984).	  
This	  index	  takes	  into	  account	  the	  nematode	  counts	  per	  sample	  unit	  and	  provides	  an	  
indication	  of	  the	  spatial	  pattern	  of	  the	  counts.	  For	  uniformly	  distributed	  counts,	  variance	  
is	  around	  zero	  and	  the	  expected	  DI	  is	  close	  to	  0;	  for	  a	  random	  distribution,	  variance	  and	  
mean	  are	  similar	  therefore	  DI	  is	  approximately	  1;	  and	  for	  a	  clustered	  distribution,	  
variance	  is	  relatively	  large,	  thus	  DI	  is	  greater	  than	  1.	  To	  assess	  the	  significance	  of	  the	  
index,	  the	  chi-­‐square	  test	  was	  used	  at	  the	  0.05	  level	  of	  significance.	  
Moran’s	  I	  indices	  were	  also	  calculated	  to	  test	  the	  spatial	  autocorrelation	  
between	  densities	  of	  CLN	  observed	  within	  each	  pair	  of	  sampling	  points	  and	  distance	  
classes	  using	  the	  autocorrelation	  module	  3.03	  in	  R	  version	  3.0.2,	  (Moran,	  1950;	  Sokal	  
and	  Oden,	  1978;	  Legendre	  and	  Vaudor,	  1991).	  Correlograms	  were	  used	  per	  plot	  at	  each	  
sampling	  date	  to	  show	  changes	  in	  Moran’s	  indices	  with	  increasing	  lag	  distance	  and	  to	  
test	  for	  the	  presence	  of	  significant	  spatial	  structure	  (Sokal	  and	  Oden,	  1978;	  Legendre	  
and	  Legendre,	  1998).	  Values	  of	  Moran’s	  I	  greater	  than	  1	  indicate	  positive	  
autocorrelation	  (counts	  similar	  in	  neighbor	  sites),	  less	  than	  1	  indicate	  negative	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autocorrelation	  (counts	  dissimilar	  in	  neighbor	  sites)	  and	  values	  close	  to	  1	  indicate	  
absence	  of	  spatial	  autocorrelation.	  	  
SADIE	  v.	  2.0	  (Perry,	  1998)	  was	  used	  to	  determine	  the	  degree	  of	  spatial	  clustering	  
for	  CLN	  counts	  in	  each	  plot	  for	  all	  sampling	  dates.	  SADIE	  characterizes	  the	  spatial	  
structure	  of	  georeferenced	  counts	  and	  tests	  for	  the	  significance	  of	  the	  spatial	  pattern	  by	  
using	  indices	  of	  clustering,	  with	  high	  counts	  categorized	  as	  clusters	  and	  low	  counts	  as	  
gaps	  (Perry,	  1995).	  The	  index	  of	  aggregation	  (Ia)	  is	  calculated	  as:	  	  Ia=	  D/Ea	  	  
Where	  D	  is	  the	  minimum	  distance	  that	  densities	  would	  need	  to	  produce	  a	  
uniform	  spatial	  arrangement,	  and	  Ea,	  the	  expected	  distance	  to	  regularity	  (Ea),	  is	  the	  
result	  of	  randomizing	  sampling	  counts	  among	  sampling	  locations.	  	  A	  value	  of	  Ia>1.0	  
indicates	  an	  aggregated	  distribution	  of	  counts	  and	  Ia	  <	  1.0	  indicates	  regular	  distribution.	  	  
The	  significance	  of	  Ia	  was	  assessed	  by	  a	  randomization	  method	  using	  the	  default	  
parameters	  of	  SADIE	  v.	  2.0.	  The	  null	  hypothesis	  is	  rejected	  at	  Pa	  <	  0.025	  (aggregation)	  
and	  accepted	  at	  Pa	  >0.975	  (uniformity)	  (Perry,	  1998).	  	  
Additionally,	  SADIE	  v.	  2.0	  was	  also	  used	  to	  determine	  the	  relationship	  between	  
CLN	  and	  RN	  by	  calculating	  the	  spatial	  association	  index	  for	  the	  plots	  and	  dates	  where	  
the	  two	  nematodes	  occurred	  concomitantly.	  This	  analysis	  compares	  the	  cluster	  indices	  
from	  two	  data	  sets	  to	  provide	  an	  index	  that	  explains	  the	  departure	  from	  randomness	  
(X).	  A	  value	  of	  X>0	  suggests	  a	  positive	  association	  between	  counts,	  X<0	  suggests	  a	  
negative	  association,	  and	  values	  near	  zero	  indicate	  that	  counts	  are	  randomly	  associated	  
to	  each	  other.	  The	  significance	  was	  assessed	  with	  a	  randomization	  procedure	  (Perry	  and	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Dixon,	  2002).	  	  
To	  determine	  the	  relationship	  between	  CLN	  and	  crop	  as	  well	  as	  the	  relationship	  
with	  RN,	  a	  non-­‐metrical	  multidimensional	  scaling	  (NMDS)	  based	  on	  Bray-­‐Curtis	  similarity	  
was	  computed	  using	  the	  software	  Primer	  v.6	  (Clark	  and	  Gorley,	  2006;	  Anderson	  et	  al.,	  
2008).	  To	  identify	  which	  soil	  factors	  (%	  sand,	  %	  silt	  and	  %	  clay)	  explain	  the	  pattern	  
detected	  between	  CLN	  and	  RN	  (see	  results),	  DistLM	  was	  used	  in	  Primer	  v.6	  to	  
superimpose	  vector	  overlays	  for	  %	  sand,	  %	  silt	  and	  %	  clay	  as	  Pearson	  correlations	  and	  
explain	  the	  pattern	  found	  for	  the	  two	  nematode	  species.	  	  
	  
RESULTS	  
Soil	  texture	  and	  type	  for	  the	  top	  layer	  (0-­‐15	  cm).	  Soil	  particle	  size	  distribution	  for	  
each	  of	  the	  four	  plots	  is	  shown	  in	  Table	  1.	  	  Plot	  1	  had	  the	  highest	  sand	  content	  (75.9	  to	  
81.9%)	  and	  was	  the	  most	  uniform	  in	  soil	  type	  with	  all	  20	  samples	  being	  classified	  as	  
loamy	  sand.	  	  Plot	  3	  presented	  the	  lowest	  sand	  content	  (21.9	  to	  50.0%)	  and	  was	  the	  most	  
variable,	  containing	  12	  samples	  classified	  as	  loam,	  6	  as	  clay	  loam,	  and	  2	  as	  sandy	  clay	  
loam.	  	  In	  plots	  2	  and	  4,	  the	  majority	  of	  samples	  were	  sandy	  loam,	  and	  soil	  texture	  for	  
these	  two	  plots	  was	  similar.	  
Population	  dynamics.	  	  Figure	  2	  shows	  the	  changes	  in	  population	  density	  of	  the	  
two	  species	  in	  the	  four	  plots	  over	  the	  three	  years.	  	  Where	  present,	  CLN	  ranged	  from	  10	  
to	  240	  individuals/100	  cm3	  of	  soil.	  	  Population	  densities	  increased	  moderately	  from	  
planting	  to	  harvest	  on	  all	  three	  hosts,	  with	  reproduction	  factors	  (Rf	  =	  Pf/Pi)	  ranging	  from	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1.3	  to	  3.6,	  except	  in	  plot	  3	  on	  cotton	  where	  populations	  decreased	  (Rf	  =	  0.25).	  	  Similar	  
CLN	  densities	  were	  detected	  for	  the	  three	  hosts,	  with	  10	  to	  130	  individuals/100	  cm3	  of	  
soil	  for	  cotton,	  10	  to	  240	  individuals/100	  cm3	  of	  soil	  for	  corn,	  and	  10	  to	  180	  
individuals/100	  of	  soil	  for	  soybean.	  	  The	  highest	  densities	  were	  found	  in	  plot	  1	  (80.5%	  
sand	  content)	  and	  the	  lowest	  in	  plot	  3	  (36.9%	  sand	  content).	  	  Among	  plots,	  densities	  of	  
CLN	  were	  significantly	  different	  (DF=3,	  F=17.35,	  P<0.0001	  in	  2011;	  DF=3,	  F=6.63,	  
P=0.0005	  in	  2012;	  and	  DF=3,	  F=17.11,	  P<0.0001	  in	  2013)	  as	  well	  as	  from	  plant	  to	  harvest	  
in	  2011	  (DF=1,	  F=19.75,	  P	  <0.0001)	  and	  2013	  (DF=1,	  F=5.70,	  P=0.0203)	  (Fig.	  2).	  
Where	  present,	  RN	  ranged	  from	  10	  to	  6,930	  individuals/100	  cm3	  of	  soil.	  	  The	  
highest	  densities	  and	  frequencies	  were	  found	  in	  plots	  2	  and	  4,	  with	  relatively	  low	  
densities	  in	  plot	  3	  and	  no	  presence	  of	  RN	  in	  plot	  1.	  	  Predictably,	  the	  lowest	  RN	  densities	  
were	  found	  after	  corn,	  and	  populations	  increased	  quickly	  on	  cotton	  and	  soybean.	  	  
Significant	  differences	  were	  detected	  among	  plots	  across	  the	  three	  years	  (DF=	  3,	  F=	  
25.17,	  P<	  0.0001	  in	  2011;	  DF=	  3,	  F=	  11.64,	  P<	  0.0001	  in	  2012	  and	  DF=	  3,	  F=	  5.26,	  P=	  
0.0024	  in	  2013).	  	  
Figure	  3	  shows	  the	  frequency	  of	  positive	  samples	  at	  harvest	  for	  each	  species	  and	  
for	  the	  two	  species	  together.	  	  Mixed	  populations	  were	  more	  frequently	  found	  in	  plots	  2	  
(63.8	  %	  sand)	  and	  4	  (64.2%	  sand)	  with	  cotton.	  	  The	  highest	  frequency	  of	  the	  mixture	  was	  
in	  plot	  2	  with	  all	  hosts:	  	  0.80	  with	  cotton,	  0.50	  with	  corn,	  and	  0.45	  with	  soybean.	  	  
However,	  even	  in	  plot	  2,	  it	  is	  possible	  to	  observe	  a	  spatial	  separation	  of	  the	  species	  in	  
the	  field.	  	  Figure	  4	  illustrates	  the	  presence	  of	  CLN	  and	  RN	  in	  plot	  2	  for	  the	  three	  crops	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and	  shows	  where	  areas	  of	  high	  density	  for	  one	  species	  have	  corresponding	  low	  density	  
for	  the	  other	  species.	  	  	  
Spatial	  distribution	  patterns	  and	  associations.	  An	  aggregative	  pattern	  of	  CLN	  
densities	  was	  observed	  for	  all	  plots	  at	  all	  sampling	  dates	  (Table	  2),	  with	  the	  lower	  DI	  
value	  (6.86,	  P<0.0001)	  for	  cotton	  at	  harvest	  in	  plot	  1	  (2011)	  and	  the	  higher	  value	  
(108.70,	  P<0.0001)	  for	  corn	  at	  harvest	  in	  plot	  3	  (2012).	  	  However,	  significant	  Moran’s	  
indices	  were	  only	  detected	  at	  harvest	  and	  neighborhood	  structure	  was	  not	  detected	  at	  
planting	  for	  any	  of	  the	  plots	  during	  the	  three	  years	  (Fig.	  5).	  	  Plot	  3	  was	  the	  only	  one	  that	  
showed	  statistically	  significant	  Moran’s	  I	  values	  for	  the	  three	  hosts	  at	  harvest	  at	  short	  
distance	  classes	  (5	  m)	  and	  at	  long	  lag	  distances	  (>	  26	  m)	  when	  cotton	  and	  soybean	  were	  
the	  host	  plants.	  	  For	  the	  other	  plots,	  significant	  structure	  was	  only	  detected	  at	  a	  single	  
sampling	  date,	  in	  plot	  1	  at	  short	  (5m)	  and	  long	  distances	  (26m)	  at	  corn	  harvest	  in	  2012,	  
for	  plot	  2	  at	  short	  distance	  classes	  (5m	  and	  8m)	  when	  cotton	  was	  the	  crop	  in	  2011.	  	  
SADIE	  indices	  of	  aggregation	  were	  mostly	  similar	  to	  spatial	  patterns	  found	  with	  
Moran’s	  I	  (Table	  3),	  detecting	  densities	  of	  CLN	  significantly	  aggregated	  only	  at	  harvest.	  
However,	  SADIE	  did	  not	  show	  significant	  aggregation	  for	  plot	  2	  in	  any	  year.	  	  The	  value	  
for	  Ia	  was	  significant	  for	  plot	  1	  in	  2012	  with	  corn	  (P=0.021)	  and	  in	  2013	  with	  soybean	  
(P=0.012).	  	  In	  plot	  3,	  significant	  aggregation	  was	  detected	  in	  2011	  (P	  <	  0.001)	  with	  
cotton	  and	  2013	  (P=0.032)	  with	  soybean.	  
The	  NMDS	  results	  did	  not	  indicate	  differences	  in	  the	  distribution	  of	  CLN	  in	  
relation	  to	  crop	  and	  date	  of	  sampling,	  suggesting	  that	  the	  crop	  does	  not	  influence	  the	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distribution	  pattern	  of	  CLN	  (Fig.	  6).	  However,	  for	  the	  relationship	  between	  CLN	  and	  RN	  
two	  distinct	  clusters	  were	  generated,	  one	  for	  each	  nematode	  species	  (Fig.	  7).	  Vectors	  
showed	  that	  the	  separation	  between	  the	  two	  species	  is	  caused	  by	  soil	  particle	  size	  
distribution,	  indicating	  that	  CLN	  strongly	  correlates	  with	  %	  sand	  (Fig.	  7).	  	  The	  analysis	  of	  
spatial	  association	  between	  CLN	  and	  RN	  using	  the	  SADIE	  association	  index	  (X)	  for	  plots	  
and	  dates	  where	  the	  two	  nematodes	  occurred	  also	  showed	  negative	  associations	  
between	  the	  nematodes	  for	  all	  the	  sampling	  dates	  (Table	  4).	  	  
Vertical	  distribution.	  Table	  5	  shows	  the	  particle	  size	  distribution	  for	  the	  sections	  
of	  the	  vertical	  cores.	  	  The	  highest	  sand	  content	  was	  found	  in	  the	  15-­‐30	  cm	  deep	  layer	  
(86.87%	  in	  plot	  1	  and	  87.31%	  in	  plot	  2),	  and	  the	  lowest	  sand	  content	  was	  found	  below	  
60	  cm	  (78.82%	  in	  plot	  1	  and	  64.01%	  in	  plot	  2).	  	  Silt	  content	  for	  both	  plots	  was	  higher	  
below	  60	  cm	  (12.22%	  in	  plot	  1	  and	  24.78%	  plot	  2)	  and	  changed	  proportionally	  with	  soil	  
depth.	  	  	  
In	  plot	  1,	  CLN	  individuals	  were	  detected	  in	  the	  four	  layers,	  but	  densities	  were	  
significantly	  higher	  (DF=3,	  F=3.969,	  P=	  0.0178)	  at	  0-­‐15	  cm	  depth	  and	  decreased	  
consistently	  with	  soil	  depth	  (Fig.	  8).	  A	  mean	  of	  55.71	  CLN/100	  cm3	  soil,	  27.5	  CLN/100	  
cm3	  soil,	  20	  CLN/100	  cm3	  soil	  and	  15	  CLN/100	  cm3	  soil	  was	  recovered	  at	  0-­‐15	  cm,	  15-­‐30	  
cm,	  30-­‐60	  cm	  and	  below	  60	  cm	  depths	  respectively,	  when	  only	  samples	  containing	  CLN	  
individuals	  were	  considered.	  In	  plot	  2,	  densities	  of	  CLN	  were	  lower	  than	  in	  plot	  1	  and	  the	  
nematode	  was	  only	  observed	  at	  0-­‐15	  cm	  and	  15-­‐30	  cm	  depths	  with	  no	  significant	  
differences	  between	  these	  two	  layers	  (DF=3,	  F=2.0647,	  P=	  0.1276)	  (Fig.	  8).	  	  When	  only	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samples	  with	  CLN	  were	  analyzed,	  the	  mean	  for	  the	  top	  layer	  (0-­‐15	  cm)	  was	  20±10	  
CLN/100	  cm3	  soil	  and	  for	  the	  second	  layer	  (15-­‐30	  cm)	  was	  16.67±6.67	  CLN/100	  cm3.	  	  
DISCUSSION	  
A	  clustered	  distribution	  results	  in	  high	  sample	  variance,	  so	  understanding	  the	  
spatial	  distribution	  of	  plant-­‐parasitic	  nematodes	  is	  essential	  to	  accurately	  measuring	  
population	  densities	  (Noe	  and	  Campbell,	  1985).	  For	  CLN,	  previous	  studies	  indicate	  that	  
densities	  of	  this	  nematode	  are	  strongly	  correlated	  with	  sand	  content	  (Khalilian	  et	  al.,	  
2001)	  and	  that	  the	  distribution	  of	  CLN	  within	  a	  field	  is	  typically	  driven	  by	  sand	  content	  
(Koenning	  et	  al.,	  2004;	  Mueller	  et	  al.,	  2010).	  This	  study	  analyzed	  the	  distribution	  pattern	  
of	  CLN	  in	  areas	  within	  a	  field	  with	  different	  levels	  of	  sand	  content	  and	  in	  the	  presence	  of	  
RN.	  	  Population	  densities	  of	  CLN	  were	  aggregated	  for	  all	  plots	  at	  all	  sampling	  dates,	  as	  
suggested	  by	  the	  high	  variance	  of	  the	  counts.	  	  The	  results	  also	  suggest	  that	  the	  crop	  
does	  not	  affect	  the	  pattern	  of	  CLN	  spatial	  distribution.	  However,	  significant	  
neighborhood	  structure	  was	  only	  detected	  at	  harvest,	  regardless	  of	  the	  crop.	  	  For	  
nematodes	  with	  migratory	  feeding	  habits	  such	  as	  CLN,	  the	  pattern	  of	  distribution	  is	  
usually	  less	  aggregated	  than	  for	  sedentary	  nematodes	  because	  of	  the	  movement	  of	  the	  
nematodes	  to	  find	  new	  feeding	  sites	  and	  places	  to	  deposit	  individual	  eggs	  (Ferris	  et	  al.,	  
1990),	  which	  could	  explain	  the	  lack	  of	  spatial	  autocorrelation	  observed	  at	  planting.	  	  
However,	  this	  pattern	  changed	  at	  harvest,	  likely	  because	  the	  root	  system	  was	  fully	  
grown	  and	  concentration	  of	  the	  food	  source	  is	  a	  determinant	  factor	  for	  the	  distribution	  
of	  organisms	  (Ferris	  et	  al.,	  1990,	  Belinchón	  et	  al.,	  2011).	  	  Thus,	  for	  plant-­‐parasitic	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nematodes,	  the	  arrangement	  and	  morphology	  of	  the	  host	  plant	  root	  influences	  the	  
pattern	  of	  distribution,	  causing	  some	  aggregation	  (Ferris	  et	  al.,	  1990).	  
The	  significant	  clusters	  detected	  at	  harvest	  were	  not	  consistent	  across	  plots.	  	  For	  
example,	  in	  plot	  3,	  significant	  neighborhood	  structure	  was	  found	  at	  harvest	  in	  the	  three	  
crops	  with	  Moran’s	  I,	  but	  only	  for	  corn	  and	  soybean	  with	  SADIE.	  	  Additionally,	  plots	  2	  
and	  4	  had	  similar	  soil	  textures	  but	  densities	  of	  CLN	  varied	  between	  them.	  	  These	  facts	  
suggest	  that	  other	  driving	  forces	  may	  have	  been	  influencing	  the	  abundance	  and	  spatial	  
distribution	  of	  CLN.	  	  Water	  content,	  for	  instance,	  has	  been	  shown	  to	  be	  an	  important	  
factor	  affecting	  the	  distribution	  of	  nematodes	  and	  other	  soil	  dwelling	  fauna	  (Herring	  et	  
al.,	  2010;	  Davis	  et	  al.,	  2013;	  Moore	  and	  Lawrence,	  2013;	  Petersen	  et	  al.,	  2013).	  The	  plot	  
4	  was	  poorly	  drained	  and	  stayed	  wet	  most	  of	  the	  time	  during	  growing	  seasons.	  Other	  
factors	  that	  may	  affect	  the	  distribution	  of	  CLN	  in	  the	  field,	  and	  that	  may	  weigh	  
differently	  in	  individual	  fields,	  include:	  initial	  introduction	  of	  nematodes	  to	  the	  field	  and	  
subsequent	  dissemination	  pattern,	  field	  crop	  history,	  and	  other	  edaphic	  factors	  such	  as	  
soil	  bulk	  density	  and	  soil	  nutrient	  status.	  	  For	  example,	  Lewis	  and	  Smith	  (1976)	  found	  
that	  populations	  of	  CLN	  in	  cotton	  and	  soybean	  samples	  increased	  with	  higher	  pH	  and	  
phosphorous	  and	  declined	  as	  potassium	  and	  magnesium	  increased.	  During	  a	  4-­‐year	  
study,	  Khalilian	  et	  al.	  (2002)	  reported	  that	  CLN	  densities	  were	  significantly	  decreased	  
when	  organic	  matter	  (compost)	  was	  added	  to	  experimental	  plots.	  
SADIE	  and	  Moran’s	  I	  indices	  of	  aggregation	  were	  inconsistent	  for	  some	  sampling	  
dates.	  These	  disagreements	  are	  probably	  explained	  by	  our	  sampling	  size	  (n=20	  per	  plot)	  
 49 
and	  variation	  in	  abundance	  of	  CLN	  in	  the	  different	  plots	  at	  different	  sampling	  dates.	  	  
Both	  indices	  detect	  association	  of	  counts	  in	  neighboring	  samples	  and	  test	  the	  
significance	  of	  randomness.	  	  Morans’	  I	  emphasizes	  the	  dependence	  of	  autocorrelation	  
by	  calculating	  the	  variance	  (average)	  of	  two	  near	  pair	  of	  counts	  for	  a	  particular	  distance	  
and	  plots	  the	  relationships	  among	  variance	  and	  distance	  (Sokal	  and	  Oden	  1978)	  while	  
SADIE	  detects	  the	  spatial	  pattern	  of	  counts	  as	  clusters	  or	  gaps	  and	  includes	  calculations	  
across	  all	  sampling	  points	  simultaneously	  (Perry	  et	  al.,	  2002).	  The	  combination	  of	  the	  
two	  methods	  provides	  a	  better	  understanding	  of	  patterns	  of	  distribution.	  	  Spatial	  
heterogeneity	  of	  soil	  organisms	  is	  a	  multidimensional	  concept	  that	  requires	  the	  
application	  of	  a	  diversity	  of	  analytical	  techniques	  to	  capture	  different	  aspects	  of	  spatial	  
distribution.	  
Our	  results	  suggest	  that	  short	  lag	  distances	  (5m)	  can	  explain	  the	  pattern	  of	  
distribution	  of	  CLN,	  but	  significant	  structure	  was	  also	  detected	  at	  large	  distances	  (26	  m).	  
This	  indicates	  that	  the	  sampling	  size	  used	  in	  this	  study	  (4	  x	  4m)	  was	  enough	  to	  detect	  
the	  aggregative	  pattern	  of	  CLN.	  	  However,	  the	  significance	  in	  larger	  distances	  may	  
suggest	  the	  presence	  of	  gaps	  or	  clusters	  that	  could	  be	  larger	  or	  present	  in	  areas	  beyond	  
the	  size	  of	  our	  plots	  (Peterson	  et	  al.,	  2013).	  Future	  work	  should	  consider	  larger	  sampling	  
plots	  to	  test	  the	  pattern	  of	  distribution	  of	  CLN	  in	  field	  crops.	  	  Additionally,	  more	  
experimental	  units	  would	  allow	  the	  implementation	  of	  other	  geostatistical	  approaches	  
such	  as	  semivariograms	  and	  kriging	  interpolations,	  which	  require	  larger	  sampling	  size	  
(>30)	  (Journel	  and	  Huijbregts,	  1978;	  Rossi	  et	  al.,	  1992;	  Webster	  and	  Oliver,	  2001)	  and	  
 50 
could	  provide	  more	  detailed	  information	  to	  be	  used	  in	  site-­‐specific	  management.	  	  
In	  this	  field,	  we	  found	  that	  CLN	  and	  RN	  live	  in	  spatially	  distinct	  areas.	  	  According	  
to	  the	  NDMS	  results,	  soil	  texture	  is	  a	  driving	  force	  that	  strongly	  explains	  this	  pattern	  for	  
both	  species.	  Soils	  with	  high	  sand	  content	  will	  favor	  CLN	  while	  soils	  with	  intermediate	  
levels	  of	  sand	  will	  favor	  RN.	  	  Khalilian	  et	  al.	  (2001)	  found	  higher	  densities	  of	  CLN	  in	  soils	  
with	  high	  sand	  content	  and	  Holguin	  et	  al.	  (2014)	  found	  that	  densities	  of	  RN	  declined	  
when	  sand	  content	  was	  above	  60-­‐65%,	  which	  is	  consistent	  with	  what	  we	  found	  in	  this	  
study.	  	  
For	  vertical	  cores,	  densities	  of	  CLN	  were	  significantly	  higher	  in	  the	  top	  layer	  and	  
decreased	  consistently	  with	  soil	  depth.	  	  Other	  large	  plant-­‐parasitic	  nematodes,	  such	  as	  
Belonolaimus	  longicaudatus,	  have	  shown	  higher	  densities	  in	  the	  top	  30	  cm	  layer	  and	  
migration	  through	  the	  soil	  profile	  varies	  depending	  on	  sand	  content	  (Brodie,	  1976).	  	  For	  
this	  study,	  it	  was	  important	  to	  confirm	  that	  the	  highest	  densities	  of	  CLN	  were	  found	  in	  
the	  layer	  that	  is	  typically	  sampled	  for	  routine	  nematode	  assays.	  
The	  main	  driver	  of	  dissociation	  between	  RN	  and	  CLN	  distribution	  appears	  to	  be	  
soil	  texture.	  	  It	  was	  hypothesized	  that,	  to	  a	  considerable	  extent,	  the	  competition	  
observed	  by	  other	  researchers	  between	  M.	  incognita	  and	  H.	  columbus	  on	  cotton	  is	  
probably	  driven	  by	  the	  fact	  that	  both	  species	  share	  the	  same	  soil	  texture	  associations.	  	  
An	  important	  consideration	  for	  ecological	  studies	  or	  when	  choosing	  management	  tactics	  
is	  the	  life	  strategy	  of	  the	  nematode.	  	  Our	  population	  dynamics	  data	  support	  CLN	  
behaving	  as	  a	  K	  strategist	  and	  RN	  as	  an	  r	  strategist.	  	  In	  general	  terms,	  K	  species	  are	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expected	  to	  occur	  in	  relatively	  low	  and	  more	  uniform	  population	  densities	  and	  r	  species	  
display	  traits	  that	  favor	  rapid	  population	  growth	  (Mac	  Arthur	  and	  Wilson,	  1967).	  	  	  	  	  	  	  	  
Based	  on	  our	  results,	  we	  predict	  that	  any	  given	  cotton	  soil	  sample	  is	  not	  likely	  to	  
have	  both	  species	  of	  nematodes	  at	  levels	  above	  threshold.	  	  Concomitant	  infestations	  of	  
CLN	  and	  RN	  will	  probably	  result	  in	  one	  species	  being	  the	  key	  pest,	  depending	  on	  sand	  
content.	  	  Cases	  in	  which	  both	  species	  are	  above	  threshold	  will	  probably	  only	  occur	  in	  
samples	  with	  sand	  content	  around	  60-­‐65%,	  similar	  to	  our	  plots	  2	  and	  4.	  	  Cotton	  fields	  
with	  very	  diverse	  soil	  types	  could	  have	  CLN	  as	  the	  key	  pest	  in	  one	  part	  of	  the	  field	  and	  
RN	  in	  another.	  	  Our	  results	  contribute	  to	  the	  knowledge	  of	  CLN	  population	  dynamics,	  
ecological	  characteristics,	  and	  associations	  with	  RN	  in	  naturally	  infested	  fields.	  	  This	  
knowledge	  may	  improve	  the	  effectiveness	  of	  management	  practices	  in	  cotton,	  
especially	  the	  site-­‐specific	  application	  of	  nematicides	  and	  the	  use	  of	  crop	  rotations.	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Table	  2.1.	  	  Soil	  particle	  size	  distribution	  (percentage	  content	  of	  sand,	  silt,	  clay)	  and	  soil	  
types	  in	  the	  top	  15	  cm	  determined	  by	  the	  Bouyoucos	  method	  for	  each	  plot	  
	  
	  	   	   %	  	   	  
	  
	   Clay	   Silt	   Sand	  
soil	  types	  
plot	  1	  
7.28	  ±	  0.22	   12.2	  ±	  0.34	   80.49	  ±	  0.36	   loamy	  sand	  
(6.1-­‐8.2)	   (9.8-­‐	  16.0)	   (75.9-­‐	  81.9)	   	  
	   	   	   	   	  
plot	  2	  
14.21	  ±	  0.51	   21.97	  ±	  1.37	   63.81	  ±	  1.50	   sandy	  loam,	  loam	  
(10.1-­‐16.4)	   (11.8-­‐34.1)	   (51.9-­‐76.0)	   	  
	   	   	   	   	  
plot	  3	  
26.21	  ±	  0.77	   36.89	  ±	  1.40	   36.95	  ±	  1.68	   loam,	  clay	  loam,	  
(20.1-­‐32.2)	   (28.0-­‐48.0)	   (21.9-­‐50.0)	   sandy	  clay	  loam	  	  
	   	   	   	   	  
plot	  4	  
15.38	  ±	  0.66	   20.46	  ±	  0.36	   64.16	  ±	  0.90	   sandy	  loam,	  	  sandy	  clay	  loam	  
(10.1-­‐22.1)	   (18.1-­‐24.0)	   (53.9-­‐71.8)	   	  
	   	   	  
	  
	  
 58 
Table	  2.2.	  Columbia	  lance	  nematode	  dispersal	  indices	  (DI)	  for	  each	  of	  the	  four	  plots	  at	  
each	  sampling	  date	  
	  
	  
	  	  	  	  	  	  	  Cotton	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  2011	   	  	   Corn	  2012	   	  	   	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  Soybean	  2013	  
	  	  	  	  	  	  	  	  Plot	   at	  plant	   harvest	   	  	   harvest	   	  	   at	  plant	   harvest	  
1	   9.93	   6.86	  
	  
23.74	  
	  
14.38	   61.28	  
2	   14.64	   18.24	  
	  
30.96	  
	  
28.72	   24.44	  
3	   60	   21.75	  
	  
108.7	  
	  
10	   89.96	  
4	   9.25	   9.47	   	  	   21.2	   	  	   -­‐	  	   10	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Table	  2.3.	  SADIE	  indices	  of	  aggregation	  (Ia)	  for	  Columbia	  lance	  nematode	  in	  each	  of	  the	  
plots	  and	  sampling	  dates	  where	  the	  nematode	  was	  detected	  	  
	  
	  	   	  	   Cotton	  2011	   	  	   	  	   	  	  	  	  Corn	  2012	   	  	   	  	   	  	  	  Soybean	  2013	  
Plot	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
Plant	  
	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
Harvest	  
	   	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
Harvest	  
	   	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
Plant	  
	  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
Harvest	  
	  	  	   Ia	   Pa	   Ia	   Pa	  
	  
Ia	   Pa	  
	  
Ia	   Pa	   Ia	   Pa	  
1	   -­‐	   -­‐	   1.106	   0.244	  
	  
1.636	   0.021	  
	  
0.869	   0.652	   1.744	   0.012	  
2	   -­‐	   -­‐	   1.239	   0.147	  
	  
0.989	   0.397	  
	  
0.787	   0.848	   0.928	   0.525	  
3	   1.09	   0.293	   1.956	   0.001	  
	  
1.319	   0.103	  
	  
-­‐	   -­‐	   1.474	   0.0315	  
4	   	  -­‐	   	  -­‐	   -­‐	  	   -­‐	  	   	  	   -­‐	  	   	  -­‐	   	  	   -­‐	  	   	  -­‐	   	  -­‐	   -­‐	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Table	  2.4.	  SADIE	  spatial	  association	  index	  for	  Columbia	  lance	  and	  reniform	  nematodes	  in	  
each	  of	  the	  plots	  and	  sampling	  dates	  where	  the	  nematodes	  were	  detected	  together.	  	  
The	  spatial	  association	  statistic	  (X)	  indicates	  association	  (X>0)	  or	  dissociation	  (X<0)	  
	  
	  	   	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  Cotton	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	   2011	   	  	   Corn	  2012	   	  	   	  	  	  	  	  	  	  	  Soybean	  2013	  
Plot	   	  	  	  Plant	   Harvest	   	  	   Harvest	   	  	   	  	  Plant	   Harvest	  
1	   -­‐	   -­‐	  
	  
-­‐	  
	  
-­‐	   -­‐	  
2	   -­‐	   -­‐0.1891	  
	  
-­‐0.4143	  
	  
-­‐0.3025	   -­‐0.2392	  
3	   -­‐0.1123	   -­‐0.0328	  
	  
-­‐0.2318	  
	  
-­‐	   -­‐0.0013	  
4	   -­‐	   -­‐	  
	  
-­‐0.0724	  
	  
-­‐	   -­‐	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Table	  2.5.	  Soil	  particle	  size	  distribution	  (percentage	  content	  of	  sand,	  silt,	  clay)	  
determined	  by	  the	  Bouyoucos	  method	  for	  vertical	  core	  samples	  in	  plots	  1	  and	  2	  
	  
Depth	  
(cm)	  
%	  	  Clay	  
	  
%	  	  	  Silt	  
	  
%	  	  Sand	  
Plot	  1	   Plot	  2	  
	  
Plot	  1	   Plot	  2	  
	  
Plot	  1	   Plot	  2	  
X	  ±	  SE	   X	  ±	  SE	   	   X	  ±	  SE	   X	  ±	  SE	   	   X	  ±	  SE	   X	  ±	  SE	  
0-­‐15	  
7.18	  ±	  0.4	   13.71	  ±	  0.9	   	   12.65	  ±	  0.4	   20.11	  ±	  1.7	   	   80.13	  ±	  0.5	   66.17	  ±	  1.8	  
6.2-­‐8.2	   10.1-­‐16.3	   	   11.18-­‐14.1	   13.8-­‐25.9	   	   77.9-­‐81.9	   10.1-­‐16.3	  
	   	   	   	   	   	   	   	   	  
15-­‐30	  
5.81	  ±1.3	   5.01	  ±1.19	   	   7.31±	  1.6	   7.67±	  1.56	   	   86.87	  ±	  2.3	   87.31	  ±	  2.3	  
2.38-­‐11.54	   1.85-­‐12.5	   	   1.67-­‐13.79	   2.86-­‐13.79	   	   76.92-­‐95.24	   75-­‐93.75	  
	   	   	   	   	   	   	   	   	  
30-­‐60	  
6.7	  ±	  1.0	   18.93	  ±	  11.8	   	   10.55	  ±	  2.8	   13.25	  ±	  2.6	   	   82.75	  ±	  3.0	   67.82	  ±3.9	  
3.03-­‐10	   3.22-­‐42.3	   	   1.85-­‐23.33	   0-­‐20.83	   	   66.67-­‐91.30	   0-­‐90.32	  
	   	   	   	   	   	   	   	   	  
>60	  
8.95	  ±	  1.3	   11.20	  ±	  2.8	   	   12.22	  ±	  1.9	   24.78	  ±	  4.1	   	   78.58	  ±	  1.9	   64.01	  ±	  3.8	  
3.57-­‐13.63	   2.13-­‐24.32	   	   3.70-­‐23.81	   2.78-­‐37.5	   	   69.04-­‐85.71	   52.5-­‐82.98	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A! B!
ECa ranges!
Plot%4%
Plot%3%
Plot%2% Plot%1%
Fig.	  2.1.	  Sampling	  design.	  	  Electrical	  conductivity	  (ECa)	  map	  of	  readings	  taken	  before	  planting	  (April	  2011).	  A.	  Map	  showing	  
seven	  ECa	  zones.	  	  Each	  color	  represents	  different	  ECa	  ranges.	  	  B.	  Four	  plots	  selected	  for	  sampling	  and	  each	  plot	  divided	  into	  
40	  (4	  x	  4m)	  subplots.  Eighty	  total	  samples	  taken	  per	  date	  (40/2	  *	  4	  =	  80)	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Fig.	  2.2.	  Population	  dynamics	  of	  Columbia	  lance	  nematode	  (CLN)	  and	  Reniform	  
nematode	  (RN)	  across	  the	  three-­‐year	  study.	  	  Densities	  (±SE)	  per	  100	  cm3	  soil	  found	  in	  
the	  top	  15	  cm	  for	  all	  sampling	  dates	  in	  cotton	  (n=160)	  2011,	  corn	  (n=80)	  2012	  and	  
soybean	  (n=160)	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Fig.	  2.3.	  Frequency	  of	  positive	  samples	  of	  each	  species	  (H.	  columbus	  (CLN))	  and	  (R.	  
reniformis	  (RN))	  and	  for	  the	  two	  species	  together,	  for	  the	  three	  hosts	  (cotton	  2011,	  corn	  
2012	  and	  soybean	  2013)	  at	  harvest	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Fig.	  2.4.	  Contour	  plots	  showing	  densities	  of	  Hoplolaimus	  columbus	  and	  Rotylenchulus	  reniformis	  	  (±SE)	  per	  100	  cm3	  soil	  in	  plot	  
2,	  for	  the	  three	  hosts	  (cotton	  2011,	  corn	  2012	  and	  soybean	  2013)	  at	  harvest.	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Fig.	  2.5.	  Moran’s	  I	  correlograms	  for	  plots	  1,	  2	  and	  3	  for	  the	  three	  hosts	  (cotton	  2011,	  corn	  2012	  and	  soybean	  2013)	  at	  
harvest.	  Solid	  black	  circles	  indicate	  significant	  correlation	  at	  0.05	  level	  of	  significance
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Fig.	  2.6.	  Non-­‐metric	  multidimensional	  scaling	  (MDS)	  plot	  based	  on	  Hoplolaimus	  
columbus	  mean	  densities	  by	  host	  across	  the	  three	  years	  using	  Bray-­‐Curtis	  similarity	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Fig.	  2.7.	  Non-­‐metric	  multidimensional	  scaling	  (MDS)	  plot	  based	  on	  Bray-­‐Curtis	  
similarities	  of	  presence/absence	  of	  Columbia	  lance	  nematode	  and	  Reniform	  nematode	  
for	  samples	  collected	  across	  the	  three	  years.	  The	  continuous	  line	  and	  categorical	  
environmental	  vectors	  (sand,	  silt	  and	  clay)	  are	  displayed	  in	  ordination	  space	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Fig.	  2.8.	  Columbia	  lance	  nematode	  densities	  (individuals/100	  cc	  of	  soil)	  by	  depth	  (±SE)	  
after	  soybean	  harvest	  (2013)	  in	  plots	  1	  and	  2.	  	  White	  letters	  indicate	  statistical	  
comparisons	  within	  plot	  2;	  black	  letters	  indicate	  statistical	  comparisons	  within	  plot	  1	  
(Tukey’s	  means	  comparison	  test,	  p<0.001)	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CHAPTER	  3	  
LANCE	  NEMATODES	  SPECIES	  ASSOCIATED	  WITH	  SOYBEAN	  IN	  SOUTH	  CAROLINA	  
AND	  NORTH	  CAROLINA	  
	  
	  
ABSTRACT	  
Hoplolaimus	  columbus	  is	  an	  important	  pest	  of	  cotton	  and	  soybean	  with	  
restricted	  distribution	  to	  North	  Carolina,	  South	  Carolina	  and	  Georgia.	  Soybean	  is	  the	  
type	  host	  for	  the	  species,	  however	  it	  is	  unknown	  if	  there	  are	  other	  Hoplolaimus	  species	  
associated	  to	  this	  crop	  in	  the	  Carolinas.	  The	  objective	  of	  this	  study	  was	  to	  identify	  the	  
lance	  nematode	  species	  present	  in	  fields	  representing	  the	  main	  soybean	  growing	  
regions	  in	  South	  Carolina	  and	  North	  Carolina	  and	  examine	  the	  genetic	  variability	  of	  the	  
lance	  populations	  detected.	  In	  South	  Carolina,	  the	  only	  species	  identified	  associated	  to	  
soybean	  was	  H.	  columbus,	  whereas	  in	  North	  Carolina,	  H.	  stephanus	  was	  the	  dominant	  
species.	  Genetic	  variability	  analysis	  showed	  that	  only	  one	  haplotype	  was	  shared	  by	  H.	  
columbus	  populations	  and	  H.	  stephanus	  showed	  higher	  variability	  with	  specific	  
haplotypes	  per	  sampling	  location.	  Knowing	  the	  distribution	  and	  genetic	  variability	  of	  
these	  two	  species	  is	  valuable	  to	  growers	  to	  determine	  potentially	  damaging	  infestations	  
of	  lance	  species	  in	  the	  Carolinas	  in	  crop	  fields.	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INTRODUCTION	  
Hoplolaimus	  columbus,	  Columbia	  lance	  nematode	  (CLN),	  is	  an	  ecto-­‐endo	  
migratory	  plant	  parasite	  that	  feeds	  on	  the	  roots	  of	  a	  wide	  range	  of	  hosts	  including	  
weeds,	  vegetables	  and	  several	  field	  crops	  (Fassuliotis,	  1974).	  	  The	  nematode	  was	  first	  
described	  from	  a	  population	  collected	  in	  soybean	  (Glycine	  max)	  in	  Richland	  County,	  
South	  Carolina	  (Sher,	  1963).	  After	  its	  description,	  H.	  columbus	  has	  been	  mainly	  found	  in	  
South	  Carolina,	  North	  Carolina	  and	  Georgia	  with	  a	  few	  reports	  in	  Alabama	  and	  Louisiana	  	  	  
(Koenning	  et	  al.,	  1999).	  In	  South	  Carolina	  and	  North	  Carolina,	  CLN	  is	  mainly	  associated	  
with	  cotton	  and	  soybean,	  on	  which	  pathogenicity	  has	  been	  demonstrated.	  	  Losses	  on	  
cotton	  are	  typically	  10-­‐25%,	  but	  on	  soybean	  they	  can	  be	  as	  high	  as	  70%	  (Lewis	  et	  al.,	  
1976;	  Appel	  and	  Lewis,	  1984;	  Mueller	  and	  Sanders,	  1987).	  	  
Management	  of	  H.	  columbus	  on	  cotton	  has	  mainly	  relied	  on	  the	  use	  of	  
nematicides.	  	  On	  soybean,	  however,	  some	  tolerant	  cultivars	  can	  be	  a	  management	  
option	  in	  moderately	  infested	  fields	  (Schmitt	  and	  Imbriani,	  1987;	  Mueller	  et	  al.,	  1988).	  	  
Knowledge	  of	  the	  species	  and	  genetic	  diversity	  of	  lance	  nematodes	  present	  in	  the	  field	  
may	  help	  understand	  evolutionary	  processes	  of	  populations,	  such	  as	  development	  of	  
races	  and	  adaptation	  to	  selection	  pressures,	  and	  can	  provide	  insights	  to	  the	  effective	  
use	  of	  resistant/tolerant	  cultivars	  as	  a	  management	  strategy	  (Plantard	  and	  Porte,	  2004;	  
Gutiérrez-­‐Gutiérrez	  et	  al.,	  2011).	  	  
Bae	  et	  al.	  (2008)	  previously	  studied	  the	  genetic	  variability	  of	  H.	  columbus	  from	  
several	  populations,	  including	  some	  from	  soybean	  and	  cotton,	  using	  DNA	  sequences	  of	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the	  ITS1-­‐5.8S-­‐ITS2	  Ribosomal	  DNA.	  In	  their	  study,	  the	  authors	  reported	  genetic	  clonal	  
diversity	  within	  Columbia	  lance	  nematode	  individuals,	  but	  did	  not	  detect	  differences	  
among	  populations.	  	  No	  comprehensive	  survey	  of	  the	  lance	  nematode	  species	  
associated	  with	  soybean	  (the	  type	  host	  for	  H.	  columbus)	  in	  the	  Carolinas	  (the	  states	  
where	  H.	  columbus	  is	  most	  frequently	  reported)	  has	  been	  undertaken.	  	  The	  objectives	  of	  
our	  study	  were	  to	  1)	  identify	  the	  lance	  nematode	  species	  found	  in	  samples	  representing	  
the	  main	  soybean	  growing	  regions	  in	  South	  Carolina	  and	  North	  Carolina;	  and	  2)	  to	  use	  
mitochondrial	  DNA	  (COI)	  and	  nuclear	  (ITS)	  sequence	  data	  to	  study	  the	  genetic	  structure	  
and	  haplotype	  diversity	  of	  the	  lance	  populations	  recovered.	  
	  
MATERIALS	  AND	  METHODS	  
Sampling.	  	  Lance	  nematode	  species	  were	  identified	  from	  100	  samples	  taken	  in	  
North	  Carolina,	  representing	  44	  counties,	  and	  95	  samples	  in	  South	  Carolina,	  
representing	  15	  counties	  (Fig.	  1).	  	  The	  number	  of	  samples	  collected	  per	  county	  were	  was	  
based	  on	  the	  area	  planted.	  	  One	  field	  was	  represented	  by	  a	  single	  sample	  composed	  of	  5	  
to	  10	  subsamples	  collected	  from	  within	  rows	  in	  a	  zigzag	  pattern.	  	  Samples	  were	  
collected	  in	  2012	  as	  part	  of	  a	  larger	  study	  conducted	  to	  determine	  the	  distribution	  of	  
plant-­‐parasitic	  nematode	  genera	  associated	  with	  soybean	  in	  the	  southeastern	  United	  
States	  (Donald	  et	  al.,	  unpublished	  data).	  	  Nematodes	  were	  extracted	  from	  the	  soil	  by	  
sugar	  centrifugal	  flotation	  (Jenkins,	  1964)	  and	  identified	  to	  genus	  on	  the	  basis	  of	  
morphology.	  	  Specimens	  identified	  as	  Hoplolaimus	  were	  kept	  and	  later	  identified	  to	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species	  using	  the	  original	  descriptions	  of	  the	  species	  (Sher,	  1963)	  and	  the	  key	  by	  Handoo	  
and	  Golden	  (1992).	  	  	  
Additional	  samples	  considered	  in	  this	  study	  include:	  	  one	  sample	  from	  a	  soybean	  
field	  in	  Hobbs	  county,	  Georgia;	  and	  one	  sample	  from	  corn	  (Zea	  mays),	  one	  from	  
sorghum	  (Sorghum	  bicolor)	  and	  3	  from	  cotton	  (Gossypium	  hirsutum)	  from	  South	  
Carolina,	  all	  included	  to	  compare	  the	  genetic	  variability.	  	  
	  DNA	  extraction,	  PCR	  amplification	  and	  sequencing.	  	  DNA	  was	  extracted	  from	  
single	  adults	  from	  each	  population	  in	  which	  Hoplolaimus	  individuals	  were	  detected.	  The	  
number	  of	  individuals	  screened	  per	  population	  varied	  depending	  on	  the	  number	  of	  
lance	  nematodes	  in	  each	  soil	  sample.	  DNA	  extraction	  was	  performed	  using	  the	  Sigma	  
Extract-­‐N-­‐Amp	  kit	  (XNAT2)	  (Sigma,	  St.	  Louis,	  MO)	  as	  reported	  by	  Ma	  et	  al.	  (2011)	  and	  
DNA	  was	  stored	  at	  -­‐20oC	  until	  use.	  	  
The	  Internal	  Transcribed	  Spacer	  (ITS1)	  was	  amplified	  with	  primers	  Hoc-­‐1f	  (5’-­‐
AACCTGCTGCTGGATCATTA-­‐3’)	  and	  LSUD3r	  (5’-­‐TATGCTTAAGTTCAGCGGGT-­‐3’)	  following	  
Bae	  et	  al.	  (2009);	  and	  a	  portion	  of	  cytochrome	  c	  oxidase	  subunit	  I	  (COI)	  using	  primers	  
JB3	  (5’	  TTTTTTGGGCATCCTGAGGTTTAT	  3’)	  and	  JB5	  (5’	  AGCACCTAAACTTAAAACATAATG-­‐
AAA	  3’)	  (Derycke	  et	  al.,	  2005).	  	  For	  COI,	  the	  initial	  denaturation	  was	  set	  at	  95oC	  for	  3	  
min,	  followed	  by	  33	  cycles	  of	  95oC	  for	  45	  s,	  50oC	  for	  1	  min	  15	  s,	  72oC	  for	  2	  min	  and	  final	  
extension	  at	  72oC	  for	  10	  min.	  The	  amplified	  products	  were	  loaded	  onto	  a	  1.5%	  agarose	  
gel	  and	  visualized	  using	  GelRedTM	  (Biotium).	  PCR	  products	  for	  both	  regions	  were	  purified	  
using	  magnetic	  beads	  and	  sequenced	  in	  both	  directions	  with	  the	  ABI	  3730	  capillary	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sequencer	  (Applied	  Biosystems)	  in	  the	  DNA	  Lab	  (School	  of	  Life	  Sciences)	  at	  Arizona	  State	  
University.	  
Sequence	  alignment.	  For	  the	  two	  loci,	  contigs	  were	  edited	  and	  assembled	  in	  
Sequencher	  5.1	  (Genes	  code	  corp.,	  Ann	  Arbor,	  MI,	  USA)	  and	  consensus	  DNA	  sequences	  
were	  then	  aligned	  using	  ClustalW	  (Thompson	  et	  al.,	  1997).	  In	  the	  ITS	  original	  alignment	  
several	  indels	  were	  detected.	  Therefore,	  divergent	  and	  ambiguously	  aligned	  positions	  
were	  removed	  and	  conserved	  blocks	  selected	  using	  the	  software	  Gblocks	  v0.91b	  
(Castresana,	  2000)	  with	  default	  values.	  The	  generated	  sequences	  for	  mitochondrial	  and	  
nuclear	  markers	  were	  deposited	  in	  GenBank.	  
Molecular	  analysis.	  	  The	  best	  substitution	  model	  (GTR)	  was	  identified	  for	  COI	  
and	  ITS	  fragments	  using	  the	  Akaike	  Information	  Criterion	  (AIC)	  in	  the	  software	  
Modeltest	  v3.7	  (Posada	  and	  Crandall,	  1998).	  	  For	  populations	  with	  more	  than	  one	  
individual,	  diversity	  statistics	  for	  both	  loci	  were	  calculated	  using	  the	  software	  DNAsp	  
(Librado	  and	  Rozas,	  2009).	  	  To	  estimate	  genetic	  differentiation	  among	  populations	  
within	  each	  species,	  pairwise	  ΦST	  values	  were	  calculated	  using	  Timura	  and	  Nei	  model	  in	  
ARLEQUIN	  v.	  3.11	  (Excoffier	  and	  Scheneider,	  2005).	  	  To	  assess	  variance	  among	  
populations	  within	  and	  between	  each	  Hoplolaimus	  species	  an	  analysis	  of	  molecular	  
variance	  (AMOVA)	  was	  conducted	  in	  Arlequin	  v.	  3.11	  for	  the	  mitochondrial	  region,	  
partitioning	  the	  data	  per	  host-­‐plant.	  	  Statistical	  significance	  was	  tested	  with	  10000	  
permutations.	  Unrooted	  haplotype	  networks	  were	  also	  constructed	  using	  median	  
joining	  (MJ)	  in	  the	  software	  SplitsTree4.	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RESULTS	  
	   Of	  the	  100	  soybean	  fields	  sampled	  in	  North	  Carolina,	  Hoplolaimus	  individuals	  
were	  only	  detected	  in	  10	  fields	  distributed	  in	  eight	  counties.	  	  Hoplolaimus	  stephanus	  
was	  identified	  in	  six	  counties:	  	  Bertie,	  Camden,	  Pasquotank,	  Tyrell,	  Washington	  and	  
Beaufort	  (Fig.	  1),	  and	  H.	  columbus	  was	  only	  detected	  in	  2	  fields,	  one	  in	  Scotland	  Co.	  and	  
one	  in	  Robeson	  Co.	  	  In	  South	  Carolina,	  Hoplolaimus	  individuals	  were	  detected	  in	  37	  out	  
of	  95	  fields,	  distributed	  in	  10	  counties:	  Lee,	  Sumter,	  Kershaw,	  Calhoun,	  Barnwell,	  
Dorchester,	  Edgefield,	  Horry,	  Dillon	  and	  Darlington.	  	  The	  only	  species	  found	  in	  South	  
Carolina	  associated	  with	  soybean	  fields	  was	  H.	  columbus.	  For	  the	  five	  additional	  fields	  
sampled	  in	  South	  Carolina	  and	  the	  soybean	  field	  in	  Georgia,	  the	  species	  identified	  was	  
also	  H.	  columbus.	  	  
Genetic	  population	  structure.	  	  A	  total	  of	  387	  bp	  of	  the	  COI	  gene	  was	  screened	  
for	  22	  H.	  stephanus	  individuals.	  	  Most	  individuals	  in	  each	  population	  possessed	  unique	  
mitochondrial	  haplotypes	  leading	  to	  high	  diversity	  for	  this	  species	  (8	  haplotypes	  in	  
total).	  	  A	  single	  haplotype	  was	  shared	  between	  populations	  collected	  in	  Tyrrell	  and	  
Washington	  counties	  (Fig.	  2).	  The	  most	  variable	  population	  was	  collected	  in	  Washington	  
County	  with	  4	  haplotypes,	  and	  haplotype	  and	  nucleotide	  diversity	  of	  0.9	  and	  0.029,	  
respectively	  (Table	  1).	  	  For	  H.	  columbus,	  a	  total	  of	  56	  individuals	  from	  soybean	  
populations	  and	  41	  from	  other	  field	  crops	  were	  analyzed	  in	  a	  fragment	  of	  446	  bp	  of	  the	  
COI	  gene	  (Table	  2	  and	  3).	  	  Variable	  sites	  were	  not	  detected	  for	  this	  segment	  of	  COI	  for	  all	  
individuals	  sampled	  in	  South	  Carolina	  in	  soybean	  fields,	  yielding	  a	  unique	  mitochondrial	  
 76 
haplotype.	  A	  different	  haplotype	  was	  detected	  in	  the	  population	  collected	  in	  Georgia	  
(Table	  2,	  Fig.	  3).	  From	  the	  populations	  of	  H.	  columbus	  collected	  from	  other	  row	  crops,	  
one	  population	  collected	  in	  sorghum	  from	  Barnwell	  County	  showed	  a	  different	  
haplotype	  on	  a	  single	  individual	  (Fig.	  3).	  	  
	   For	  the	  ITS	  region,	  the	  final	  alignment	  consisted	  of	  913	  bp.	  	  For	  this	  fragment,	  
fewer	  individuals	  were	  examined	  per	  population	  due	  to	  the	  failure	  of	  the	  primers	  to	  
amplify	  for	  several	  individuals.	  	  For	  H.	  stephanus,	  this	  region	  showed	  less	  variability	  in	  
comparison	  to	  COI,	  yielding	  5	  haplotypes.	  	  However,	  most	  of	  the	  populations	  contained	  
single	  haplotypes	  and	  only	  one	  haplotype	  was	  shared	  by	  several	  populations	  (Fig.	  2).	  
The	  population	  with	  most	  variation	  within	  this	  locus	  was	  collected	  in	  Camden	  County,	  
presenting	  three	  haplotypes	  and	  high	  haplotype	  and	  nucleotide	  diversity	  (Table	  1).	  	  For	  
H.	  columbus	  and	  the	  COI	  region,	  all	  sequences	  from	  South	  Carolina	  populations	  
corresponded	  to	  a	  unique	  ITS	  haplotype.	  	  Sequences	  from	  Georgia	  and	  North	  Carolina	  
populations	  yielded	  single	  different	  haplotypes	  each	  (Table	  2	  and	  3).	  	  	  
For	  COI,	  the	  population	  differentiation	  using	  the	  fixation	  index	  (ΦST)	  was	  
significant	  for	  all	  pairs	  in	  H.	  stephanus	  populations	  and	  for	  ITS	  it	  was	  only	  significant	  
between	  the	  Camden	  and	  Washington	  County	  populations	  (Table	  4).	  	  For	  H.	  columbus,	  
as	  expected,	  differences	  were	  only	  detected	  between	  Georgia	  and	  SC	  populations	  for	  
COI	  and	  between	  GA	  and	  NC	  populations	  for	  ITS,	  with	  values	  equal	  to	  1	  for	  ITS	  (Table	  5).	  
Results	  from	  the	  analysis	  of	  molecular	  variance	  (AMOVA)	  for	  H.	  columbus	  showed	  low	  
genetic	  structure	  (ΦST=	  0.27,	  P=	  0.035).	  	  When	  AMOVA	  was	  performed	  partitioning	  the	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data	  per	  host-­‐plant,	  high	  and	  significant	  fixation	  index	  (ΦST=	  0.98,	  P<0.0001)	  was	  
detected.	  	  These	  results	  were	  explained	  in	  96.48%	  by	  variation	  among	  groups	  (species	  
per	  host-­‐plant),	  and	  variation	  among	  populations	  within	  each	  species	  and	  within	  
populations	  was	  very	  low	  (1.62%	  and	  1.90%,	  respectively),	  explaining	  the	  differences	  in	  
population	  structure	  between	  the	  two	  Hoplolaimus	  species.	  
	  
DISCUSSION	  
	   Hoplolaimus	  columbus	  is	  the	  lance	  nematode	  species	  commonly	  associated	  with	  	  
cotton	  and	  soybean	  agroecosystems	  in	  North	  Carolina	  and	  South	  Carolina	  (Fassuliotis,	  
1968;	  Koenning	  et	  al.	  1999).	  	  Although	  other	  lance	  nematode	  species,	  such	  as	  H.	  
galeatus	  and	  H.	  stephanus,	  have	  been	  reported	  in	  these	  states,	  H.	  stephanus	  has	  not	  
been	  reported	  associated	  with	  soybean	  or	  cotton	  (Koenning	  et	  al.,	  2004).	  	  In	  this	  study,	  
we	  found	  that	  H.	  columbus	  is	  indeed	  the	  predominant	  species	  associated	  with	  soybean	  
in	  South	  Carolina.	  	  In	  North	  Carolina,	  however,	  H.	  columbus	  was	  only	  found	  in	  two	  fields	  
and	  at	  low	  densities;	  and	  H.	  stephanus	  was	  the	  predominant	  species	  associated	  with	  
soybean.	  	  
Hoplolaimus	  stephanus	  was	  first	  described	  by	  Sher	  (1963)	  from	  swamp	  soil	  
collected	  in	  Nichols,	  South	  Carolina	  and	  no	  type	  host	  was	  provided.	  	  The	  first	  report	  of	  
H.	  stephanus	  in	  North	  Carolina	  was	  also	  from	  an	  unspecified	  host	  in	  a	  natural	  habitat	  in	  
Raleigh,	  North	  Carolina	  (Vovlas	  et	  al.,	  1991).	  	  To	  our	  knowledge,	  ours	  is	  the	  first	  report	  
of	  the	  species	  on	  soybean	  in	  North	  Carolina.	  	  The	  populations	  found	  were	  variable	  and	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showed	  high	  genetic	  structure	  as	  indicated	  by	  high	  and	  significant	  pairwise	  ΦST	  values.	  	  
The	  COI	  haplotypes	  are	  diverse	  and	  unique	  for	  each	  location.	  	  	  
In	  contrast,	  despite	  the	  high	  prevalence	  of	  H.	  columbus	  in	  soybean	  fields	  in	  South	  
Carolina	  (37	  fields	  out	  of	  95),	  this	  species	  showed	  lack	  of	  genetic	  structure	  not	  only	  for	  
the	  soybean	  fields,	  but	  also	  for	  the	  additional	  row	  crop	  fields	  sampled	  in	  South	  Carolina	  
(sorghum,	  cotton	  and	  corn),	  sharing	  mostly	  all	  individuals	  a	  unique	  mitochondrial	  and	  
nuclear	  haplotype.	  Bae	  et	  al.	  (2008)	  evaluated	  the	  genetic	  variability	  of	  H.	  columbus	  
using	  the	  same	  nuclear	  region	  as	  in	  our	  study	  and	  populations	  from	  different	  states	  
including	  some	  populations	  from	  South	  Carolina.	  	  The	  authors	  reported	  variability	  
among	  clones	  within	  individuals	  and	  confirmed	  this	  variability	  using	  PCR-­‐RFLP,	  
suggesting	  that	  there	  are	  different	  ITS	  types	  in	  the	  genome	  of	  H.	  columbus.	  However,	  
this	  study	  is	  ambiguous	  in	  terms	  of	  identifying	  whether	  there	  was	  genetic	  variability	  
among	  individuals	  within	  populations	  or	  among	  populations.	  	  	  
	   In	  our	  study,	  we	  included	  a	  mitochondrial	  marker	  because	  of	  the	  reported	  higher	  
rate	  of	  mutation	  compared	  to	  nuclear	  sequences.	  	  However,	  the	  fragment	  of	  COI	  that	  
we	  amplified	  did	  not	  detect	  variability	  for	  H.	  columbus	  individuals.	  	  This	  COI	  region	  has	  
been	  successfully	  used	  to	  determine	  the	  population	  structure	  of	  several	  marine	  and	  
plant-­‐parasitic	  nematodes	  (Derycke	  et	  al.,	  2005;	  Derycke	  et	  al.,	  2007;	  Gutiérrez-­‐
Gutiérrez	  et	  al.,	  2011;	  Silva	  de	  Oliveira	  et	  al.,	  2012),	  but	  for	  H.	  columbus	  populations	  it	  
seems	  that	  it	  is	  not	  an	  appropriate	  marker	  to	  identify	  genetic	  differences.	  Weak	  
mitochondrial	  diversity	  has	  also	  been	  reported	  for	  other	  parthenogenetic	  nematodes,	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such	  as	  Meloidogyne	  spp.	  (Hugall	  et	  al.,	  1994;	  Humpreys-­‐Pereira	  et	  al.,	  2012)	  and	  
Xiphinema	  spp.	  (Gutiérrez-­‐Gutiérrez	  et	  al.,	  2011).	  	  A	  marker	  with	  higher	  resolution,	  such	  
as	  microsatellites	  or	  single	  nucleotide	  polymorphisms,	  may	  be	  more	  appropriate	  to	  
detect	  differences	  among	  H.	  columbus	  populations.	  	  High	  exchange	  of	  genetic	  material	  
has	  been	  proposed	  as	  a	  cause	  for	  the	  homogeneity	  among	  populations	  for	  other	  
parthenogenetic	  plant	  parasites	  (Humpreys-­‐Pereira	  et	  al.,	  2012;	  Villate	  et	  al.,	  2010).	  	  It	  is	  
unclear	  if	  this	  is	  the	  case	  in	  South	  Carolina	  soybean	  fields	  and	  H.	  columbus.	  
	   This	  study	  provides	  an	  update	  on	  the	  status	  of	  H.	  columbus	  and	  H.	  stephanus	  
populations	  associated	  with	  soybean	  in	  North	  Carolina	  and	  South	  Carolina.	  	  It	  is	  
necessary	  to	  undertake	  studies	  that	  will	  compare	  the	  ecology	  and	  biology	  of	  H.	  
stephanus	  and	  H.	  columbus.	  	  Pathogenicity	  studies	  could	  reveal	  the	  need	  to	  develop	  
different	  threshold	  levels	  for	  these	  two	  species.	  	  Edaphic	  factors	  studies,	  mainly	  those	  
concerning	  observations	  on	  correlations	  with	  soil	  texture	  and	  levels	  of	  disturbance,	  
could	  help	  predict	  the	  presence	  and	  distribution	  of	  these	  species.	  	  The	  data	  presented	  
here	  on	  the	  distribution	  and	  genetic	  variability	  of	  H.	  columbus	  and	  H.	  stephanus	  are	  
valuable	  to	  growers	  in	  determining	  potentially	  damaging	  infestations	  in	  fields	  and	  to	  
researchers	  for	  determining	  new	  areas	  of	  research	  emphasis.	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Table	  3.1.	  Sample	  sizes	  (n),	  number	  of	  haplotypes	  (h),	  haplotype	  diversity	  (Hd)	  and	  
nucleotide	  diversity	  (π),	  for	  samples	  of	  Hoplolaimus	  stephanus	  collected	  in	  soybean	  
fields	  in	  North	  Carolina	  
	  
Locus	   Sample	  code	   Location	   n	   h	   Hd	   π	  
COI	   NCS32	   Tyrell	  County,	  NC	   7	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
NCS35	   Washington	  County,	  NC	   5	   4	   0.90	   0.0290	  
	  
NCS7	   Bertie	  County,	  NC	   5	   2	   0.67	   0.0040	  
	  
NCS10	   Camden	  County,	  NC	   5	   2	   0.40	   0.0010	  
ITS	   NCS32	   Tyrell	  County,	  NC	   5	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
NCS35	   Washington	  County,	  NC	   2	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
NCS7	   Bertie	  County,	  NC	   1	   1	   -­‐	   -­‐	  
	  	   NCS10	   Camden	  County,	  NC	   3	   3	   1.00	   0.0125	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Table	  3.2.	  Sample	  sizes	  (n),	  number	  of	  haplotypes	  (h),	  haplotype	  diversity	  (Hd)	  and	  
nucleotide	  diversity	  (π),	  for	  samples	  of	  Hoplolaimus	  columbus	  collected	  in	  soybean	  fields	  
in	  South	  Carolina	  
	  
Locus	   Sample	  code	   Location	   n	   h	   Hd	   π	  
COI	   NCS85	   Scotland	  County,	  NC	   0	   -­‐	   -­‐	   -­‐	  
	  
SCSBH	   Lee	  County,	  SC	   10	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS71	   Barnwell	  County,	  SC	   7	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS73	   Barnwell	  County,	  SC	   6	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS83	   Dorchester	  County,	  SC	   6	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS84	   Dorchester	  County,	  SC	   6	   1	   0.00	   0.0000	  
	  	   GA1	   Hobbs	  County,	  GA	   3	   2	   0.67	   0.0020	  
ITS	   NCS85	   Scotland	  County,	  NC	   1	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCSBH	   Lee	  County,	  SC	   15	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS71	   Barnwell	  County,	  SC	   8	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS73	   Barnwell	  County,	  SC	   1	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS83	   Dorchester	  County,	  SC	   1	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCS84	   Dorchester	  County,	  SC	   0	   -­‐	   -­‐	   -­‐	  
	  	   GA1	   Hobbs	  County,	  GA	   1	   1	   0.00	   0.0000	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Table	  3.3.	  Sample	  sizes	  (n),	  number	  of	  haplotypes	  (h),	  haplotype	  diversity	  (Hd)	  and	  
nucleotide	  diversity	  (π),	  for	  samples	  of	  Hoplolaimus	  columbus	  collected	  in	  other	  row	  
crops	  in	  South	  Carolina	  
	  
Locus	   Sample	  code	   Location	   Host	   n	   h	   Hd	   π	  
COI	   SCST1	   Calhoun	  county,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   16	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCC913	   Bamberg,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   9	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCSG603	   Barnell	  County,	  SC	   Sorghum	  bicolor	   13	   2	   0.15	   0.0005	  
	  
SCCRBH	   Lee	  County,	  SC	   Zea	  mays	   5	   -­‐	   -­‐	   -­‐	  
	  
SCCNBH	   Lee	  County,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   10	   -­‐	   -­‐	   -­‐	  
ITS	   SCST1	   Calhoun	  county,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   4	   1	   1.00	   1.0000	  
	  
SCC913	   Bamberg,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   5	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCSG603	   Barnell	  County,	  SC	   Sorghum	  bicolor	   13	   1	   0.00	   0.0000	  
	  
SCCRBH	   Lee	  County,	  SC	   Zea	  mays	   9	   1	   0.00	   0.0000	  
	  	   SCCNBH	   Lee	  County,	  SC	   Gossypium	  hirsutum	   11	   1	   0.00	   0.0000	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Table	  3.4.	  COI	  pairwise	  values	  of	  ΦST	  (below	  diagonal)	  and	  ITS	  pairwise	  values	  of	  ΦST	  
(above	  diagonal)	  for	  H.	  stephanus	  populations.	  Boldface	  indicates	  statistical	  significance	  
	  
Population	   Camden	  Co.	   Washington	  Co.	   Tyrell	  Co.	   Bertie	  Co.	  
Camden	  Co.	   .	   0.6673	   1.0000	   1.0000	  
Washington	  Co.	   0.1523	   .	   0.0421	   0.0000	  
Tyrell	  Co.	   0.8629	   0.0805	   .	   1.0000	  
Bertie	  Co.	   0.8096	   0.2358	   0.8460	   .	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Table	  3.5.	  COI	  pairwise	  values	  of	  ΦST	  (below	  diagonal)	  and	  ITS	  pairwise	  values	  of	  ΦST	  
(above	  diagonal)	  for	  H.	  columbus	  populations	  
	  
Population	  
Scotland	  
Co.NC	  
Hobbs	  
Co.	  GA	  
Lee	  Co.	  
SC	  
Barnwell	  
Co.SC1	  
Barnwell	  
Co.	  SC2	  
Dorchester	  
Co.	  SC1	  
Dorchester	  
Co.	  SC2	  
Scotland	  Co.NC	   .	   1.0000	   1.0000	   1.0000	   1.0000	   1.0000	   1.0000	  
Hobbs	  Co.	  GA	   .	   .	   1.0000	   1.0000	   1.0000	   1.0000	   1.0000	  
Lee	  Co.	  SC	   .	   0.4407	   .	   0.0000	   0.0000	   0.0000	   0.0000	  
Barnwell	  Co.SC1	   .	   0.3000	   0.0000	   .	   0.0000	   0.0000	   0.0000	  
Barnwell	  Co.	  SC2	   .	   0.1892	   0.0000	   0.0000	   .	   0.0000	   0.0000	  
Dorchester	  Co.	  
SC1	   .	   0.2500	   0.0000	   0.0000	   0.0000	   .	   0.0000	  
Dorchester	  Co.	  
SC2	   .	   0.8092	   0.0000	   0.0000	   0.0000	   0.0000	   .	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Soybean fields sampling sites 
Sites with Hoplolaimus columbus 
Sites with Hoplolaimus stephanus 
	  
	  
Fig.	  3.1.	  	  Sample	  sites	  for	  lance	  nematodes	  in	  soybean	  fields	  in	  North	  Carolina	  and	  South	  
Carolina	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Tyrell&Co.,&NC&
Washington&Co.,&NC&
Ber5e&Co.,&NC&
Camden&Co.,&NC& 	  
	  
Fig.	  3.2.	  Median-­‐Joining	  haplotype	  networks.	  A.	  Sequence	  variation	  in	  COI	  mtDNA	  
region	  B.	  Sequence	  variation	  in	  ITS	  region,	  from	  four	  populations	  of	  Hoplolaimus	  
stephanus	  collected	  in	  North	  Carolina.	  Length	  of	  the	  branch	  represents	  one	  mutational	  
difference.	  Size	  circles	  are	  proportional	  to	  the	  number	  of	  individuals	  sharing	  the	  same	  
haplotype,	  with	  the	  smallest	  circle	  representing	  one	  haplotype	  copy.	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Fig.	  3.3.	  Median-­‐Joining	  haplotype	  network	  of	  COI	  mtDNA	  from	  10	  populations	  of	  
Hoplolaimus	  columbus	  collected	  in	  South	  Carolina	  and	  one	  from	  Georgia.	  Length	  of	  the	  
branch	  represents	  one	  mutational	  difference.	  Size	  circles	  are	  proportional	  to	  the	  
number	  of	  individuals	  sharing	  the	  same	  haplotype,	  with	  the	  smallest	  circle	  representing	  
one	  haplotype	  copy.	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CHAPTER	  FOUR	  
GENETIC	  DIVERSITY	  AND	  GEOGRAPHIC	  SUBDIVISION	  OF	  THREE	  LANCE	  
NEMATODE	  SPECIES	  (Hoplolaimus	  spp.)	  IN	  THE	  UNITED	  STATES	  
	  
	  
ABSTRACT	  
Lance	  nematodes	  (Hoplolaimus	  spp.)	  are	  plant	  pathogens	  that	  feed	  on	  the	  roots	  
of	  several	  plants	  and	  some	  species	  can	  cause	  serious	  damage	  to	  agronomic	  crops.	  A	  
group	  of	  species	  within	  this	  genus	  share	  morphological	  characters	  and	  morphometric	  
values	  overlap	  considerably,	  making	  these	  species	  an	  interesting	  model	  to	  investigate	  
hidden	  diversity	  in	  crop	  agroecosystems.	  Here,	  we	  present	  morphological	  and	  genetic	  
population	  structure	  data	  of	  H.	  galeatus,	  morphospecies	  typically	  reported	  in	  the	  United	  
States,	  and	  similar	  species	  to	  delimit	  closely	  related	  species	  within	  this	  genus.	  	  
Molecular	  analyses	  were	  performed	  using	  sequences	  of	  the	  cytochrome	  c	  oxidase	  
subunit	  1	  (Cox1)	  and	  the	  internal	  transcribed	  spacer	  (ITS1)	  on	  23	  populations	  in	  the	  
United	  States.	  By	  using	  morphology,	  phylogenetic	  analyses	  and	  a	  barcoding	  approach,	  
we	  identified	  four	  recognized	  Hoplolaimus	  morphospecies:	  H.	  galeatus,	  H.	  magnistylus,	  
H.	  concaudajuvencus,	  H.	  stephanus	  and	  a	  fifth	  species	  (H.	  sp.	  1),	  currently	  undescribed.	  
Additionally,	  we	  found	  a	  pronounced	  genetic	  structure	  that	  correlates	  with	  geographical	  
regions	  in	  all	  Hoplolaimus	  species	  but	  H.	  galeatus.	  Hoplolaimus	  galeatus	  also	  exhibited	  
low	  genetic	  diversity	  and	  showed	  the	  shortest	  genetic	  distances	  among	  its	  populations.	  	  
In	  contrast,	  H.	  stephanus,	  the	  species	  with	  the	  fewest	  reports	  from	  agricultural	  soils,	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was	  the	  most	  common	  and	  diverse	  species	  found	  in	  this	  study.	  	  Results	  of	  this	  project	  
may	  lead	  to	  better	  delimitation	  of	  lance	  nematodes	  in	  the	  United	  States	  by	  
understanding	  the	  diversity	  within	  this	  group.	  
	  
INTRODUCTION	  
	   Lance	  nematodes	  (Hoplolaimus	  spp.)	  are	  relatively	  long	  and	  robust	  vermiform	  
nematodes	  with	  a	  distinct	  cephalic	  region	  and	  massive	  well-­‐developed	  stylets	  (Fortuner,	  
1991;	  Sher,	  1963)	  that	  feed	  on	  the	  roots	  of	  a	  diversity	  of	  monocotyledonous	  and	  
dicotyledonous	  plants.	  	  Hoplolaimus	  species	  reported	  in	  the	  southeastern	  United	  States	  
include	  H.	  columbus	  Sher,	  1963,	  H.	  galeatus	  (Cobb,	  1913)	  Thorne,	  1935,	  H.	  magnistylus	  
Robbins,	  1982,	  H.	  stephanus,	  H.	  seinhorsti	  Luc,	  1958	  and	  H.	  tylenchiformis	  von	  Daday,	  
1905	  (Lewis	  and	  Fassuliotis,	  1982).	  	  Hoplolaimus	  columbus,	  H.	  galeatus,	  and	  H.	  
magnistylus	  are	  considered	  to	  be	  economically	  important	  and	  can	  cause	  serious	  damage	  
to	  agronomic	  crops,	  including	  cotton	  (Gossypium	  hirsutum	  L.),	  corn	  (Zea	  mays	  L.)	  and	  
soybean	  (Glycine	  max	  L.)	  (Fassuliotis,	  1974;	  Nyczepir	  and	  Lewis,	  1979;	  Robbins	  et	  al.,	  
1987,	  1989;	  Henn	  and	  Dunn,	  1989;	  Noe,	  1993).	  	  Ma	  et	  al.	  (2011)	  suggest	  that	  a	  fourth	  
species,	  H.	  stephanus,	  may	  be	  of	  economic	  importance	  on	  grasses.	  	  	  
Of	  the	  twenty-­‐nine	  species	  described	  in	  the	  genus	  (Handoo	  &	  Golden	  1992),	  H.	  
galeatus	  is	  the	  most	  commonly	  reported	  in	  the	  United	  States	  (Lewis	  &	  Fassuliotis	  1982).	  
Morphologically,	  H.	  galeatus	  is	  representative	  of	  a	  group	  of	  species	  that	  Fortuner	  (1991)	  
called	  “ancestral”,	  characterized	  by	  three	  esophageal	  gland	  nuclei,	  four	  incisures	  in	  the	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lateral	  field,	  excretory	  pore	  posterior	  to	  the	  hemizonid,	  and	  the	  presence	  of	  abundant	  
males.	  	  This	  “ancestral”	  group	  includes	  H.	  magnistylus,	  H.	  concaudajuvencus,	  and	  H.	  
stephanus,	  among	  a	  few	  other	  species.	  	  Hoplolaimus	  magnistylus	  and	  H.	  
concaudajuvencus	  differ	  from	  H.	  galeatus	  by	  the	  possession	  of	  a	  longer	  stylet	  (Table	  1,	  
Fig.	  1).	  	  Hoplolaimus	  concaudajuvencus	  has	  more	  definitely	  tulip-­‐shaped	  stylet	  knobs	  
and	  a	  second-­‐stage	  juvenile	  with	  conically	  pointed	  tail.	  	  Hoplolaimus	  stephanus	  can	  be	  
distinguished	  from	  H.	  galeatus	  by	  the	  24-­‐28	  longitudinal	  striations	  on	  the	  basal	  annule	  
of	  the	  lip	  region	  compared	  to	  32-­‐36	  in	  H.	  galeatus,	  shorter	  spicules,	  less	  areolation	  of	  
the	  lateral	  field,	  and	  shorter	  body	  length	  (Sher,	  1963)(Table	  1,	  Fig.	  1).	  	  	  	  	  
Morphometric	  values	  of	  these	  lance	  nematode	  species	  overlap	  considerably	  
(Table	  1,	  Fig.	  1)	  (Sher	  1963;	  Vovlas	  et	  al.,	  1991;	  Handoo	  and	  Golden,	  1992)	  and	  useful	  
morphological	  characters	  for	  their	  discrimination	  require	  high	  magnification	  and	  
considerable	  diagnostic	  time.	  	  Given	  their	  morphological	  similarity,	  these	  Hoplolaimus	  
species	  within	  the	  ancestral	  clade	  provide	  an	  interesting	  model	  to	  investigate	  hidden	  
diversity	  in	  crop	  agroecosystems.	  	  In	  this	  scenario,	  H.	  galeatus	  may	  have	  been	  over-­‐
reported	  and	  the	  related	  species	  that	  are	  morphologically	  similar	  could	  be	  more	  
widespread	  in	  the	  United	  States	  that	  has	  been	  recognized	  thus	  far.	  	  The	  main	  objectives	  
of	  this	  study	  were	  1)	  to	  delimit	  Hoplolaimus	  galeatus	  and	  morphologically	  similar	  
species	  by	  using	  morphology,	  phylogeny	  and	  a	  barcoding	  approach,	  and	  2)	  to	  estimate	  
the	  genetic	  diversity	  and	  population	  structure	  of	  the	  species	  found.	  	  With	  this	  study,	  we	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expect	  to	  understand	  the	  diversity	  within	  this	  group	  and	  contribute	  to	  the	  elucidation	  of	  
the	  delimitation	  of	  species	  of	  lance	  nematodes	  in	  the	  United	  States.	  
	  
MATERIALS	  AND	  METHODS	  
Nematode	  sampling	  and	  DNA	  isolation.	  Nematode	  populations	  were	  obtained	  
from	  soil	  samples	  collected	  in	  2011-­‐2013	  in	  agricultural	  fields,	  golf	  courses,	  and	  lawns	  of	  
different	  regions	  in	  the	  United	  States	  (Table	  2).	  	  Nematodes	  were	  extracted	  from	  soil	  by	  
sugar	  centrifugal	  flotation	  (Jenkins,	  1964).	  	  Lance	  nematode	  specimens	  from	  each	  soil	  
sample	  were	  morphologically	  identified	  using	  the	  key	  by	  Handoo	  &	  Golden	  (1992)	  and	  
the	  original	  descriptions	  of	  the	  species	  (Sher,	  1963;	  Golden	  &	  Minton	  1969;	  Robbins	  
1982).	  	  DNA	  from	  individual	  nematodes	  was	  extracted	  using	  the	  Sigma	  Extract-­‐N-­‐Amp	  
kit	  (XNAT2)	  (Sigma,	  St.	  Louis,	  MO)	  as	  reported	  by	  Ma	  et	  al.	  (2011)	  and	  DNA	  was	  stored	  
at	  -­‐20oC	  until	  use.	  	  
PCR	  amplification	  and	  sequencing.	  The	  ITS	  region	  was	  amplified	  using	  forward	  
primer	  Hoc-­‐1f	  (5’-­‐AACCTGCTGCTGGATCATTA-­‐3’)	  and	  primers:	  Hoc	  2r	  (5’-­‐
CCGAGTGATCCACCGATAA-­‐3’)	  (Bae	  et	  al.	  2008)	  and	  LSUD3r	  (5’	  
TATGCTTAAGTTCAGCGGGT-­‐3’)	  (Bae	  et	  al.	  2009),	  which	  amplify	  the	  ITS1	  and	  the	  entire	  
ITS	  region,	  respectively.	  	  Amplification	  from	  some	  individuals	  failed	  with	  the	  set	  of	  
primers	  abovementioned,	  new	  primers	  were	  designed	  based	  on	  sequence	  alignments	  of	  
H.	  columbus,	  H.	  stephanus,	  H.	  magnistylus	  and	  H.	  galeatus	  obtained	  during	  this	  study	  
(Table	  2).	  	  These	  newly	  developed	  primers	  were	  F1-­‐F	  (5’-­‐CTGACGACCAGTTAGGCGTT-­‐3’),	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F1-­‐R	  (5’-­‐CGTGCCAAAGGATGTCACTC-­‐3’),	  F5-­‐F	  (5’-­‐CTTGATTGGAAAGCGCCCAC-­‐3’)	  and	  F5-­‐
R	  (5’-­‐ATGTCACTCCAATGGCGCA-­‐3’).	  	  For	  the	  COI	  gene,	  a	  partial	  sequence	  was	  amplified	  
using	  specific	  primers	  that	  have	  been	  successfully	  used	  for	  phylogenetic	  and	  population	  
structure	  studies	  of	  several	  marine	  and	  plant-­‐parasitic	  nematodes	  (Derycke	  et	  al.	  2007,	  
Silva	  de	  Oliveira	  et	  al.	  2012),	  as	  well	  as	  for	  DNA	  barcoding	  of	  free-­‐living	  marine	  
nematodes	  (Derycke	  et	  al.	  2010).	  The	  forward	  primer	  was	  JB3	  (5’	  
TTTTTTGGGCATCCTGAGGTTTAT	  3’)	  (Hu	  et	  al.	  2002)	  and	  the	  reverse	  primer	  was	  JB5	  (5’	  
AGCACCTAAACTTAAAACATAATGAAA	  3’)	  (Derycke	  et	  al.	  2005).	  For	  all	  primers,	  PCR	  
reactions	  were	  performed	  in	  20	  μl	  final	  volume	  reaction,	  adding	  8	  μl	  PCR-­‐grade	  water,	  
10	  μl	  of	  ReadyMix	  Taq	  PCR	  Reaction	  Mix	  with	  MgCl2	  	  (Sigma,	  St.	  Louis,	  MO)	  (20	  mM	  Tris-­‐
HCl	  pH	  8.3,	  100	  mM	  KCl,	  3	  mM	  MgCl2,	  0.002%	  gelatin,	  0.4	  mM	  dNTP	  mixture	  (dATP,	  
dCTP,	  dGTP,	  and	  dTTP),	  and	  0.06	  units	  of	  Taq	  DNA	  Polymerase/ml),	  0.5	  μl	  of	  each	  primer	  
(20	  μM),	  and	  1	  μl	  of	  DNA	  template.	  Thermal	  cycling	  conditions	  for	  the	  ITS	  marker	  
included:	  initial	  denaturation	  at	  95oC	  for	  3	  min,	  33	  cycles	  of	  95oC	  for	  45	  s,	  59oC	  for	  1	  min	  
15	  s,	  72oC	  for	  2	  min	  and	  final	  extension	  at	  72oC	  for	  10	  min.	  For	  the	  COI	  portion,	  the	  
initial	  denaturation	  was	  set	  at	  95oC	  for	  3	  min,	  followed	  by	  33	  cycles	  of	  95oC	  for	  45	  s,	  
50oC	  for	  1	  min	  15	  s,	  72oC	  for	  2	  min	  and	  final	  extension	  at	  72oC	  for	  10	  min.	  The	  amplified	  
products	  were	  loaded	  onto	  a	  1.5%	  agarose	  gel	  and	  visualized	  using	  GelRedTM	  (Biotium).	  
PCR	  products	  were	  purified	  using	  magnetic	  beads	  and	  sequenced	  in	  both	  directions	  with	  
the	  ABI	  3730	  capillary	  sequencer	  (Applied	  Biosystems)	  in	  the	  DNA	  Lab	  (School	  of	  Life	  
Sciences)	  at	  Arizona	  State	  University.	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Sequence	  alignment.	  Contigs	  were	  assembled	  in	  Sequencher	  5.1	  (Genes	  code	  
corp.,	  Ann	  Arbor,	  MI,	  USA).	  	  All	  sequences	  were	  checked	  and	  edited	  manually	  and	  
chromatograms	  were	  inspected	  to	  confirm	  base	  calling	  and	  to	  identify	  recombination	  
sites.	  	  Consensus	  DNA	  sequences	  were	  then	  aligned	  using	  ClustalW	  (Thompson	  et	  al.	  
1997)	  including	  three	  outgroup	  taxa:	  H.	  columbus	  sequences	  obtained	  from	  this	  study	  
and	  sequences	  of	  Rotylenchus	  robustus	  (JX015440)	  and	  Rotylenchus	  paravitis	  	  
(JX015415)	  from	  Genbank.	  	  The	  original	  alignment	  for	  ITS	  consisted	  of	  1050	  bp,	  but	  
several	  indels	  were	  detected.	  	  Therefore,	  divergent	  and	  ambiguously	  aligned	  positions	  
were	  removed	  and	  conserved	  blocks	  selected	  using	  the	  software	  Gblocks	  v0.91b	  
(Castresana	  2000)	  with	  default	  values.	  	  The	  resulting	  dataset	  comprised	  550	  bp	  of	  the	  
ITS1	  portion	  of	  the	  gene.	  	  For	  the	  mitochondrial	  region,	  the	  alignment	  consisted	  of	  347	  
bp.	  	  The	  new	  generated	  haplotypes	  for	  both	  genes	  were	  deposited	  in	  GenBank	  (Table	  1).	  	  
For	  the	  COI	  marker,	  the	  aligned	  sequences	  were	  well	  defined	  and	  
chromatograms	  had	  no	  double	  peaks,	  ambiguous	  positions	  or	  indels.	  	  Nonetheless,	  we	  
tested	  for	  the	  occurrence	  of	  stop	  codons	  that	  could	  denote	  the	  presence	  of	  nuclear	  
copies	  of	  mitochondrial	  derived	  genes	  (numts)	  or	  COI	  pseudogenes	  (Zhang	  &	  Hewitt	  
1996;	  Song	  et	  al.	  2008;	  Moulton	  et	  al.	  2010).	  	  Numts	  are	  copies	  of	  mitochondrial	  genes	  
moved	  to	  the	  nuclear	  genome	  that	  become	  non-­‐functional	  and	  non-­‐coding.	  	  	  
Consequently,	  these	  numts	  can	  confuse	  phylogenetic	  analyses	  (Song	  et	  al.	  2008;	  
Moulton	  et	  al.	  2010;	  Baeza	  &	  Fuentes	  2013).	  	  To	  check	  for	  the	  presence	  of	  numts,	  we	  
followed	  Song	  et	  al.	  (2008),	  and	  did	  a	  basic	  local	  alignment	  search	  (blast)	  of	  all	  COI	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sequences	  in	  NCBI	  (National	  Center	  for	  Biotechnology	  Information)	  against	  the	  database	  
nucleotide	  collection	  (nr/nt)	  and	  optimized	  for	  highly	  similar	  sequences	  to	  include	  only	  
haplotypes	  that	  showed	  E-­‐values	  ≥	  1.0e-­‐45	  and	  similarity	  ≥	  90%	  with	  plant-­‐parasitic	  
nematodes.	  	  All	  retrieved	  sequences	  were	  of	  plant-­‐parasitic	  nematodes	  most	  commonly	  
of	  the	  genera	  Rotylenchus	  and	  Scutellonema	  followed	  by	  Heterodera,	  Punctodera	  and	  
Meloidogyne.	  	  After	  this,	  the	  COI	  haplotypes	  were	  translated	  using	  the	  invertebrate	  
mitochondrial	  code	  in	  Mega	  v.5	  (Tamura	  et	  al.	  2011)	  to	  verify	  the	  protein	  coding	  
frameshifts	  and	  nonsense	  codons	  for	  each	  of	  the	  six	  putative	  reading	  frames	  in	  DNAsp	  	  
(Librado	  &	  Rozas	  2009).	  	  
Phylogenetic	  analysis.	  For	  phylogenetic	  analysis,	  the	  most	  appropriate	  
evolutionary	  model	  was	  selected	  for	  each	  gene	  dataset	  using	  the	  Akaike	  Information	  
Criterion	  (AIC)	  in	  the	  software	  Modeltest	  v3.7	  (Posada	  &	  Crandall	  1998).	  	  For	  both	  
genes,	  the	  best-­‐fit	  model	  was	  GTR	  with	  invgamma-­‐shaped	  rate	  variation	  (G)	  (0.7653	  for	  
COI	  and	  2.1690	  for	  ITS),	  and	  a	  proportion	  of	  invariable	  sites	  (I)	  (0.4489	  for	  COI	  and	  
0.4330	  for	  ITS),	  with	  nucleotide	  frequencies	  of	  A=0.289,	  C=0.064,	  G=0.1788,	  T=0.4686	  
for	  COI;	  and	  A=0.2798,	  C=0.2886,	  G=0.2163,	  T=0.2153	  for	  ITS.	  	  Phylogenetic	  
relationships	  were	  constructed	  for	  each	  gene	  separately	  using	  Maximum-­‐Likelihood	  
(ML)	  and	  Bayesian	  inference	  (BI).	  	  Maximum	  Likelihood	  analysis	  was	  performed	  in	  
Treefinder	  (Gangolf	  et	  al.	  2004)	  using	  the	  default	  parameters.	  	  Branch	  support	  was	  
based	  on	  1000	  Boostrap	  pseudoreplicates	  (Felsenstein	  1985)	  and	  clades	  were	  
considered	  as	  well/strongly	  supported	  when	  boostrap	  was	  >70%.	  	  Bayesian	  Inference	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was	  implemented	  in	  the	  software	  MrBayes	  3.1.2	  (Ronquist	  &	  Huelsenbeck	  2003).	  	  The	  
analysis	  was	  conducted	  for	  6	  million	  generations	  and	  trees	  were	  sampled	  every	  100th	  
generation	  from	  the	  Markov	  Monte	  Carlo	  chain	  (MCMC)	  analysis.	  	  A	  burn-­‐in	  period	  was	  
set	  to	  discard	  the	  first	  1250	  trees	  with	  nodal	  support	  defined	  as	  posterior	  probabilities	  
and	  clades	  were	  considered	  strongly	  supported	  when	  values	  were	  	  >	  0.95	  (Alfaro	  et	  al.	  
2003).	  	  Additionally,	  for	  the	  COI	  sequences	  a	  neighbor-­‐joining	  (NJ)	  tree	  was	  constructed	  
in	  MEGA	  v.5.0	  (Tamura	  et	  al.	  2011)	  using	  the	  Kimura	  two	  Parameter	  (K2P)	  model	  under	  
the	  default	  settings.	  	  From	  this	  dataset,	  a	  pairwise	  distance	  matrix	  among	  haplotypes	  
was	  generated	  to	  calculate	  intra-­‐	  and	  interspecific	  genetic	  divergence	  among	  
haplotypes,	  as	  it	  is	  typically	  performed	  for	  DNA	  barcoding	  studies	  (Herbert	  et	  al.	  2004).	  	  
Genetic	  diversity.	  Genetic	  diversity	  analyses	  were	  based	  on	  mitochondrial	  DNA	  
data	  because	  COI	  gene	  trees	  provided	  better	  resolution	  than	  ITS1.	  Mitochondrial	  
haplotypes	  networks	  were	  constructed	  for	  each	  species	  using	  median	  joining	  (MJ)	  
networks	  in	  Network	  4.5.1.0	  (http://www.fluxus-­‐engineering.com/sharenet.htm).	  	  
Analysis	  of	  molecular	  variance	  (AMOVA)	  was	  conducted	  in	  Arlequin	  v.	  3.11	  (Scheneider	  
&	  Excoffier	  2005)	  to	  infer	  genetic	  structure	  within	  species.	  	  Values	  of	  Fst	  were	  also	  
calculated	  in	  ARLEQUIN	  v.	  3.11	  to	  estimate	  genetic	  differentiation	  among	  clades	  and	  
tested	  for	  significance	  by	  permuting	  haplotypes	  between	  species/populations	  (10000	  
replicates).	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RESULTS	  
Phylogenetic	  relationships.	  Phylogenetic	  reconstruction	  using	  the	  mtDNA	  
sequences	  with	  ML	  and	  BI	  yielded	  trees	  with	  highly	  similar	  topologies	  and	  revealed	  five	  
major	  clades	  (Fig.	  2).	  	  A	  first	  strongly	  supported	  clade	  (ML	  boostrap	  100%,	  BI	  posterior	  
probability	  1)	  comprised	  all	  specimens	  morphologically	  assigned	  to	  H.	  galeatus.	  	  
Specimens	  from	  this	  clade	  were	  collected	  from	  Alabama	  (AL),	  Florida	  (FL)	  and	  South	  
Carolina	  (SC),	  on	  bermudagrass,	  St.	  Augustinegrass	  and	  bentgrass,	  respectively.	  	  A	  
second	  strongly	  supported	  clade	  (ML	  bootstrap	  94.23	  %,	  BI	  posterior	  probability	  1)	  
included	  specimens	  identified	  as	  H.	  magnistylus	  and	  collected	  from	  Illinois	  (IL)	  and	  two	  
localities	  in	  Tennessee	  (TN)	  on	  soybean	  (G.	  max)	  and	  corn	  (Z.	  mays).	  	  A	  third	  clade	  (ML	  
boostrap	  90.48	  %,	  BI	  posterior	  probability	  0.99)	  comprised	  populations	  of	  H.	  stephanus	  
from	  Nebraska	  (NE),	  Kansas	  (KS),	  Iowa	  (IA),	  Ohio	  (OH)	  and	  North	  Carolina	  (NC)	  collected	  
on	  corn,	  bentgrass	  and	  soybean.	  	  A	  fourth	  clade	  (ML	  bootstrap	  99.9	  %,	  BI	  posterior	  
probability	  of	  1)	  was	  composed	  of	  individuals	  identified	  by	  morphology	  as	  H.	  
concaudajuvencus	  and	  collected	  on	  bentgrass	  in	  Texas.	  	  Lastly,	  two	  specimens	  collected	  
from	  Maple	  tree	  (Acer	  sp.)	  in	  TN	  and	  classified	  according	  to	  morphological	  traits	  as	  H.	  
sp.	  1	  (under	  description)	  formed	  a	  fifth	  clade	  (ML	  boostrap	  76.87	  %,	  BI	  posterior	  
probability	  0.92)	  sister	  to	  all	  remaining	  clades.	  	  The	  NJ	  analysis	  was	  performed	  only	  with	  
the	  COI	  dataset	  and	  revealed	  a	  topology	  mostly	  congruent	  with	  the	  ML	  and	  BI	  trees,	  
with	  similar	  sequence	  segregation	  within	  clades.	  	  The	  main	  difference	  with	  the	  other	  
trees	  was	  that	  the	  H.	  sp.	  1	  clade	  was	  placed	  as	  a	  sister	  lineage	  of	  the	  outgroup,	  H.	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columbus.	  
	  Within	  clades,	  phylogenetic	  analyses	  using	  the	  three	  methods	  (ML,	  BI	  and	  NJ)	  
for	  the	  COI	  region	  showed	  that	  Hoplolaimus	  individuals	  were	  structured	  according	  to	  
locality	  (Fig.	  2	  and	  3).	  	  In	  the	  H.	  stephanus	  clade,	  for	  example,	  COI	  sequences	  were	  
subdivided	  into	  two	  major	  lineages:	  one	  composed	  mainly	  by	  different	  populations	  from	  
NC	  and	  a	  sister	  clade	  mostly	  comprised	  of	  individuals	  from	  NE.	  	  The	  other	  H.	  stephanus	  
subclade	  included	  three	  geographically	  clear	  lineages:	  individuals	  from	  IA	  that	  formed	  a	  
single	  lineage	  closely	  related	  to	  the	  KS	  population	  and	  a	  third	  distinct	  lineage	  
corresponding	  to	  populations	  from	  OH.	  	  Similar	  topology	  was	  revealed	  within	  the	  H.	  
magnistylus	  clade,	  with	  a	  single	  clear	  subclade	  formed	  by	  two	  populations	  from	  IL	  and	  
another	  lineage	  mostly	  composed	  of	  TN	  populations.	  	  Specimens	  of	  H.	  
concaudajuvencus	  were	  only	  collected	  on	  grasses	  from	  Texas.	  	  The	  H.	  galeatus	  clade	  
was	  the	  only	  one	  that	  did	  not	  show	  geographical	  structure,	  with	  two	  major	  subclades	  
with	  broadly	  overlapping	  geographic	  ranges,	  which	  included	  populations	  from	  FL,	  SC	  and	  
AL.	  
For	  the	  nuclear	  marker,	  the	  ITS1	  trees	  using	  ML	  and	  BI	  methods	  identified	  similar	  
clades	  as	  for	  the	  COI	  sequences,	  with	  the	  difference	  that	  H.	  concaudajuvencus	  
individuals	  were	  included	  in	  the	  H.	  magnistylus	  clade	  (Fig.	  3)	  and	  trees	  estimated	  from	  
nuclear	  data	  gave	  less	  resolution,	  with	  little	  or	  no	  structure	  within	  clades.	  	  The	  only	  
clade	  that	  showed	  fragmentation	  with	  ITS1	  was	  H.	  stephanus,	  in	  which	  IA,	  KS	  and	  NE	  
populations	  formed	  one	  subclade,	  and	  OH	  and	  NC	  populations	  appeared	  as	  a	  closely	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related	  group	  (Fig.	  3).	  	  In	  general,	  the	  BI	  tree	  for	  ITS1	  was	  supported	  by	  strong	  posterior	  
probabilities	  (0.9-­‐1),	  whereas	  the	  ML	  tree	  had	  bootstrap	  values	  from	  35.05	  to	  100	  %.	  	  
Another	  difference	  was	  that	  sequences	  from	  H.	  sp.	  1	  appeared	  as	  a	  sister	  clade	  of	  H.	  
galeatus	  although	  with	  low	  bootstrap	  support	  (37.36%)	  (Fig.	  3).	  	  
Genetic	  distances	  (K2P)	  for	  COI	  between	  Hoplolaimus	  groups	  (clades)	  ranged	  
from	  11.65%	  to	  23.21%	  with	  a	  mean	  of	  16.64%.	  	  The	  maximum	  interspecific	  distances	  
(22.78%	  and	  23.21%)	  were	  found	  between	  H.	  galeatus	  and	  H.	  columbus	  populations,	  
and	  the	  minimum	  values	  (11.65%	  and	  11.99%)	  were	  found	  between	  H.	  stephanus	  and	  H.	  
magnistylus	  populations	  from	  NC	  and	  IL,	  and	  OH	  and	  IL.	  	  Within	  groups	  (clades),	  genetic	  
divergence	  varied	  from	  0	  to	  12.83%	  with	  an	  average	  of	  6.26%.	  	  Therefore,	  a	  clear	  
overlap	  between	  intra-­‐	  and	  inter-­‐specific	  genetic	  distances	  was	  detected.	  	  The	  deepest	  
levels	  of	  intra-­‐group	  divergence	  that	  caused	  this	  overlap	  mainly	  occurred	  between	  
populations	  of	  the	  H.	  stephanus	  clade:	  OH	  and	  NE	  (10.93-­‐12.83%),	  NC	  and	  IA	  (10.55%-­‐
12.83%),	  NC	  and	  KS	  (11.31%-­‐12.44%),	  and	  NE	  and	  KS	  (11.29%-­‐12.44%).	  	  Additional	  high	  
levels	  of	  intraspecific	  genetic	  divergence	  (10.91%-­‐12.04%)	  occurred	  in	  the	  H.	  
magnistylus	  clade	  between	  some	  populations	  from	  IL	  and	  TN.	  	  In	  general,	  the	  H.	  
galeatus	  clade	  showed	  lower	  levels	  of	  intraspecific	  divergence	  ranging	  from	  0	  to	  7.01%.	  
COI	  mtDNA	  population	  structure.	  Haplotype	  networks	  for	  COI	  were	  congruent	  
with	  the	  phylogenetic	  reconstructions,	  showing	  segregation	  of	  the	  mitochondrial	  
haplotypes	  according	  to	  locality	  (Fig.	  4).	  	  Sixteen	  haplotypes	  were	  identified	  in	  the	  H.	  
stephanus	  clade,	  distributed	  in	  three	  main	  geographic	  groups:	  one	  mostly	  composed	  of	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populations	  from	  NC	  and	  NE,	  which	  share	  two	  haplotypes	  among	  them;	  the	  second	  with	  
unique	  haplotypes	  from	  OH	  populations;	  and	  the	  third	  comprised	  of	  two	  haplotypes	  
from	  IA	  and	  one	  from	  KS	  populations.	  	  In	  the	  H.	  magnistylus	  network,	  the	  12	  haplotypes	  
identified	  were	  divided	  into	  two	  groups:	  one	  composed	  of	  haplotypes	  from	  populations	  
collected	  in	  IL,	  and	  the	  second	  of	  haplotypes	  from	  TN	  populations.	  	  For	  H.	  
concaudajuvencus	  and	  H.	  galeatus,	  fewer	  haplotypes	  were	  identified	  (4	  and	  7,	  
respectively).	  	  For	  H.	  concaudajuvencus,	  all	  were	  unique	  haplotypes	  from	  Texas	  
populations.	  	  Hoplolaimus	  galeatus	  was	  the	  only	  species	  that	  did	  not	  show	  correlation	  
with	  geographic	  regions,	  having	  a	  single	  haplotype	  shared	  by	  several	  individuals	  from	  
SC,	  AL	  and	  FL,	  with	  the	  remaining	  haplotypes	  being	  from	  populations	  collected	  in	  SC.	  	  
Frequencies	  and	  distribution	  patterns	  of	  COI	  haplotypes	  showed	  that	  H.	  
stephanus	  was	  the	  most	  widespread	  and	  with	  the	  most	  diverse	  lineage,	  distributed	  from	  
NE,	  KS,	  IA,	  and	  OH	  to	  NC	  (Fig.	  4).	  	  Hoplolaimus	  galeatus	  was	  the	  least	  diverse	  species	  
with	  a	  predominant	  haplotype	  present	  in	  populations	  from	  AL,	  one	  from	  FL	  and	  one	  
from	  SC.	  	  Haplotypes	  for	  the	  remaining	  species	  were	  predominantly	  location	  specific,	  
conforming	  haplogroups	  concordant	  with	  sampling	  locations.	  	  The	  highest	  nuclear	  
diversity	  was	  observed	  in	  H.	  stephanus	  (π=	  0.068)	  and	  H.	  magnistylus	  (π=0.052).	  	  
Haplotype	  diversity	  (Hd)	  was	  similar	  for	  H.	  stephanus	  and	  H.	  magnistylus	  (0.908	  and	  
0.909,	  respectively)	  (Table	  2	  and	  Fig.	  4).	  
Results	  from	  the	  112	  haplotypes	  analyzed	  with	  AMOVA	  suggest	  strong	  genetic	  
differentiation	  in	  all	  species	  (clades)	  as	  explained	  by	  the	  high	  FST	  value	  (0.96%,	  P	  <	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0.0001)	  (Table	  3).	  	  AMOVA	  also	  revealed	  that	  51.11%	  of	  the	  mtDNA	  variation	  was	  
attributed	  to	  differences	  among	  the	  Hoplolaimus	  clades,	  followed	  by	  the	  variation	  
among	  populations	  within	  each	  clade	  (43.07	  %)	  and	  very	  low	  variation	  within	  
populations	  (5.82	  %).	  	  However,	  higher	  variation	  (76.79	  %)	  was	  recovered	  when	  AMOVA	  
was	  performed	  across	  geographic	  regions,	  suggesting	  strong	  genetic	  differentiation	  
among	  sampling	  locations.	  	  With	  regard	  to	  each	  morphospecies,	  the	  strongest	  genetic	  
subdivision	  was	  found	  within	  the	  H.	  stephanus	  populations	  (85.11%),	  whereas	  
populations	  of	  H.	  galeatus	  and	  H.	  magnistylus	  were	  less	  differentiated.	  	  The	  strong	  
genetic	  differentiation	  in	  H.	  stephanus	  and	  the	  high	  intra-­‐specific	  variability	  caused	  
overlap	  between	  intra-­‐	  and	  inter-­‐specific	  K2P	  genetic	  distances.	  	  Therefore,	  AMOVA	  was	  
performed	  for	  H.	  stephanus	  with	  different	  combinations	  of	  populations	  to	  determine	  
which	  grouping	  better	  explained	  the	  variability	  among	  groups.	  	  Results	  from	  the	  AMOVA	  
showed	  the	  highest	  variation	  (83.10%)	  when	  populations	  of	  H.	  stephanus	  were	  
partitioned	  as	  NC,	  NE,	  OH	  and	  KS+IA.	  	  Based	  on	  this	  combination	  of	  populations,	  new	  
K2P	  genetic	  distances	  were	  estimated	  considering	  these	  populations	  as	  different	  genetic	  
entities	  (inter-­‐specific	  variability)	  and	  a	  barcoding	  gap	  was	  detected	  for	  this	  species.	  	  	  
	  
DISCUSSION	  
Molecular	  studies	  on	  Hoplolaimus	  species	  have	  resolved	  some	  phylogenetic	  
relationships	  within	  the	  genus	  using	  the	  Internal	  Transcribed	  Spacer	  (ITS1)	  (Bae	  et	  al.	  
2008),	  the	  28S	  Ribosomal	  DNA	  (Bae	  et	  al.	  2009),	  and	  the	  actin	  gene	  (Ma	  et	  al.	  2011).	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Mitochondrial	  markers	  had	  not	  been	  used	  before	  for	  molecular	  analysis	  of	  this	  genus.	  
The	  protein	  coding	  Cytochrome	  Oxidase	  1	  (COI)	  gene	  has	  been	  proposed	  for	  species	  
delimitation	  in	  several	  taxa	  by	  comparing	  pairwise	  genetic	  divergence	  among	  individuals	  
of	  the	  same	  species	  vs	  individuals	  of	  different	  species	  (Herbert	  et	  al.,	  2003).	  Although	  
the	  reliability	  of	  genetic	  distances	  for	  species	  delimitation	  has	  been	  subject	  of	  criticism	  
(De	  Ley	  et	  al.,	  2005,	  DeSalle	  et	  al.,	  2005),	  COI	  barcoding	  can	  be	  a	  useful	  tool	  that	  
complements	  morphological	  and	  molecular	  identification	  methods	  in	  an	  integrated	  
taxonomy	  approach	  (Ferri	  et	  al.,	  2009).	  	  	  
	  In	  the	  COI	  haplotype	  distribution	  map,	  Hoplolaimus	  species	  and	  populations	  
appear	  allopatrically	  distributed	  (geographically	  isolated).	  	  Genetic	  divergence	  between	  
allopatric	  populations	  depends	  on	  the	  timing	  and	  level	  of	  gene	  flow	  between	  them	  
(Mayr,	  1963;	  Nosil,	  2008).	  	  Geographic	  barriers	  seem	  to	  be	  the	  main	  source	  of	  variation	  
for	  nematodes	  and	  soil	  dwelling	  arthropods	  due	  to	  the	  low	  dispersal	  capacity	  of	  
nematodes	  in	  soils,	  causing	  high	  levels	  of	  population	  fragmentation,	  which	  eventually	  
lead	  to	  diversification	  of	  the	  species	  (Picard	  et	  al.	  2004).	  	  Low	  gene	  flow	  among	  
populations	  may	  have	  influenced	  the	  deep	  structure	  detected	  in	  the	  COI	  sequences.	  	  	  	  
However,	  several	  authors	  have	  detected	  high	  gene	  flow	  over	  large	  distances	  in	  plant-­‐
parasitic	  nematodes	  such	  as	  H.	  schachtii,	  G.	  pallida	  and	  Bursaphelencus	  mucronatus	  
(Plantard	  &	  Porte	  2004;	  Picard	  et	  al.	  2004,	  Pereira	  et	  al.	  2013).	  	  For	  C.	  elegans,	  a	  free-­‐
living	  soil	  nematode,	  long-­‐range	  dispersal	  was	  also	  suggested	  (Koch	  et	  al.	  2000).	  	  For	  H.	  
schachtii,	  G.	  pallida	  and	  B.	  mucronatus	  the	  high	  gene	  flow	  was	  attributed	  to	  transport	  of	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soil	  by	  farm	  machinery,	  sewage	  farms	  around	  sugar	  factories,	  by	  water	  through	  
irrigation,	  flood	  or	  drainage	  and	  /or	  by	  wind.	  	  For	  H.	  galeatus,	  we	  hypothesize	  that	  the	  
application	  of	  nematicides	  could	  be	  responsible	  for	  the	  reduction	  in	  genetic	  diversity	  
within	  populations,	  considering	  that	  this	  species	  was	  identified	  mainly	  on	  golf	  courses	  
that	  require	  high	  maintenance	  and	  nematicide	  applications.  
Hoplolaimus	  stephanus	  showed	  deep	  intraspecific	  variation	  that	  might	  be	  an	  
indication	  of	  cryptic	  speciation.	  	  Strong	  population	  structure	  and	  genetic	  differentiation	  
interpreted	  as	  cryptic	  speciation	  has	  been	  identified	  for	  marine	  and	  free	  living	  
nematodes	  using	  the	  same	  set	  of	  mitochondrial	  primers	  used	  in	  this	  study	  (Derycke	  et	  
al.,	  2005;	  Ristau	  et	  al.,	  2013).	  	  The	  mitochondrial	  data	  evidenced	  the	  presence	  of	  three	  
main	  groups	  in	  the	  H.	  stephanus	  haplotype	  network	  (NC	  +	  NE,	  OH,	  KS	  +	  IA).	  	  These	  
groups	  also	  showed	  large	  K2P	  genetic	  distances	  that	  overlapped	  with	  the	  interspecific	  
genetic	  distances,	  and	  AMOVA	  was	  better	  explained	  when	  the	  populations	  were	  
partitioned	  in	  the	  same	  groups.	  	  However,	  the	  fragmentation	  in	  the	  nuclear	  marker	  for	  
H.	  stephanus	  was	  not	  consistent	  with	  the	  one	  for	  COI,	  ITS1	  gene	  partitioned	  IA,	  KS	  and	  
NE	  populations	  in	  one	  group	  and	  OH	  and	  NC	  populations	  composed	  the	  other	  group.	  
Therefore,	  additional	  morphological	  evidence	  and	  molecular	  markers	  should	  be	  
considered	  to	  confirm	  cryptic	  speciation	  for	  H.	  stephanus.	  	  Because	  almost	  all	  sampling	  
localities	  of	  H.	  stephanus	  had	  their	  private	  haplotypes,	  it	  is	  likely	  that	  unsampled	  regions	  
will	  also	  have	  their	  own	  lineages.	  	  If	  so,	  we	  are	  confronted	  with	  a	  multitude	  of	  lineages	  
which	  are	  indistinguishable	  based	  on	  morphology	  and	  difficult	  to	  integrate	  into	  the	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framework	  of	  classical	  taxonomy.	  	  One	  possibility	  is	  to	  interpret	  H.	  stephanus	  as	  a	  
polytypic	  species	  with	  extreme	  population	  differentiation.	  	  	  	  
This	  study	  is	  the	  first	  to	  use	  molecular	  phylogenetic	  analysis	  based	  on	  
mitochondrial	  data	  for	  species	  within	  the	  genus	  Hoplolaimus.	  	  The	  COI	  gene	  resolved	  
species	  in	  highly	  supported	  clades	  and	  showed	  deep	  variation	  within	  species,	  mainly	  
correlated	  with	  geographic	  origin	  of	  the	  populations,	  indicating	  that	  this	  portion	  of	  the	  
COI	  gene	  is	  adequate	  to	  define	  species	  and	  to	  study	  the	  genetic	  structure.	  	  With	  ITS	  
sequences,	  high	  genetic	  structure	  was	  only	  detected	  for	  H.	  stephanus.	  Previous	  studies	  
on	  the	  phylogenetic	  relationships	  of	  Hoplolaimus	  species	  (Bae	  et	  al.	  2008;	  Bae	  et	  al.	  
2009)	  found	  that	  the	  intron	  ITS1	  showed	  higher	  variability	  among	  species	  within	  this	  
genus.	  	  Our	  data	  showed	  that	  ITS1	  provided	  poor	  resolution	  within	  clades,	  showing	  low	  
variability	  for	  the	  majority	  of	  lineages.	  	  Other	  studies	  on	  the	  genetic	  diversity	  of	  plant-­‐
parasitic	  nematodes	  such	  as	  reniform	  nematode	  also	  detected	  a	  lack	  of	  genetic	  
differentiation	  in	  the	  ITS	  region	  (Agudelo	  et	  al.	  2005).	  	  This	  confirms	  the	  need	  to	  use	  
different	  markers	  to	  infer	  phylogenetic	  relationships	  and	  for	  genetic	  population	  
structure	  analysis.	  	  Incomplete	  lineage	  sorting	  could	  be	  a	  possible	  explanation	  for	  the	  
high	  level	  of	  mitochondrial	  differentiation	  detected	  compared	  to	  the	  nuclear	  sequences	  
(Gebiola	  et	  al.	  2010),	  which	  is	  an	  expected	  consequence	  of	  populations	  undergoing	  
speciation.	  	  The	  end	  result	  within	  a	  phylogeny	  is	  a	  subset	  of	  characteristics	  that	  have	  
discordance	  within	  the	  species	  tree	  (Derycke	  et	  al.	  2005).	  	  	  
It	  is	  possible	  that	  the	  inconsistency	  between	  nuclear	  and	  mitochondrial	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differentiation	  is	  attributable	  to	  a	  higher	  rate	  of	  molecular	  evolution	  for	  the	  latter.	  	  
Because	  haploidy	  and	  uniparental	  inheritance	  reduce	  the	  effective	  number	  of	  
mitochondrial	  genes	  to	  about	  one	  quarter	  of	  that	  of	  nuclear	  (Piganeau	  and	  Eyre-­‐Walker,	  
2009),	  divergence	  can	  be	  accomplished	  earlier	  than	  for	  nuclear	  genes	  after	  a	  recent	  
speciation	  event.	  	  Alternatively,	  the	  failure	  to	  detect	  nuclear	  DNA	  variation	  could	  be	  an	  
artefact	  of	  the	  use	  of	  an	  inappropriate	  marker,	  although	  ITS	  rRNA	  markers	  have	  proven	  
useful	  for	  species	  diagnosis	  in	  many	  nematode	  taxa	  (De	  Ley	  et	  al.,	  2005).	  	  A	  nuclear	  
marker	  that	  could	  be	  considered	  in	  future	  analysis	  is	  elongation	  factor	  1α	  (EF-­‐1α),	  a	  
conserved	  nuclear	  coding	  gene	  that	  can	  be	  used	  to	  investigate	  recent	  divergences	  due	  
to	  the	  presence	  of	  rapidly	  evolving	  introns	  (Kawakita	  et	  al.,	  2003).	  	  An	  ideal	  marker	  to	  
confirm	  the	  lack	  of	  congruence	  between	  nuclear	  and	  mitochondrial	  differentiation	  is	  
microsatellites,	  which	  are	  more	  sensitive	  in	  detecting	  recent	  or	  ongoing	  speciation	  
events	  (Michel	  et	  al.,	  2010).	  	  
Morphological	  and	  molecular	  data	  using	  nuclear	  and	  mitochondrial	  genes	  
revealed	  the	  presence	  of	  four	  recognized	  Hoplolaimus	  morphospecies	  in	  the	  soil	  
samples	  collected:	  	  H.	  galeatus,	  H.	  magnistylus,	  H.	  concaudajuvencus	  and	  H.	  stephanus.	  	  
A	  fifth	  species	  (H.	  sp.	  1),	  currently	  undescribed,	  was	  collected	  on	  maple.	  	  This	  is	  the	  first	  
report	  for	  H.	  concaudajuvencus	  in	  Texas	  on	  bentgrass	  and	  for	  H.	  magnistylus	  on	  corn	  in	  
Illinois.	  	  Ours	  is	  also	  the	  first	  report	  for	  H.	  stephanus	  in	  Ohio	  and	  Kansas	  on	  bentgrass,	  
and	  in	  Iowa	  and	  Nebraska	  on	  corn.	  	  Our	  group	  had	  recently	  published	  a	  first	  report	  of	  H.	  
magnistylus	  in	  Tennessee	  on	  soybean,	  corn	  and	  cotton	  (Donald	  et	  al.	  2013).	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To	  our	  surprise,	  H.	  galeatus,	  the	  species	  most	  frequently	  reported	  in	  crops	  in	  the	  
United	  States,	  was	  only	  identified	  in	  SC,	  FL	  and	  AL	  on	  turfgrasses.	  	  This	  species	  also	  
exhibited	  low	  genetic	  diversity	  (low	  haplotype	  and	  nucleotide	  diversity)	  and	  showed	  the	  
shortest	  genetic	  distances	  among	  its	  populations.	  	  In	  contrast,	  H.	  stephanus,	  the	  species	  
with	  the	  fewest	  reports	  from	  agricultural	  soils,	  was	  the	  most	  common	  and	  diverse	  
species	  found	  in	  this	  study.	  	  Sher	  (1963)	  described	  H.	  stephanus	  from	  specimens	  
collected	  in	  Nichols,	  SC,	  and	  in	  the	  description	  included	  mention	  of	  an	  additional	  
population	  from	  New	  Jersey.	  	  Nearly	  three	  decades	  later,	  Vovlas	  et	  al.	  (1991)	  published	  
morphological	  observations	  from	  individuals	  collected	  in	  Raleigh,	  NC	  from	  an	  
unspecified	  host.	  	  Two	  decades	  later,	  Ma	  et	  al.	  (2011)	  found	  three	  populations	  of	  H.	  
stephanus,	  one	  in	  Pennsylvania	  and	  two	  in	  SC	  from	  which	  they	  published	  nuclear	  
sequences	  and	  designed	  species-­‐	  specific	  primers	  for	  molecular	  diagnosis.	  	  The	  
population	  from	  Pennsylvania	  (Ma	  et	  al.	  2011)	  constitutes	  the	  only	  report	  of	  this	  species	  
on	  a	  grass	  (Poa	  pratensis)	  host.	  	  These	  three	  publications	  total	  the	  extent	  of	  the	  
research	  available	  for	  H.	  stephanus.	  	  Considering	  it	  appears	  to	  be	  the	  most	  widely	  
distributed	  lance	  nematode	  species	  in	  agricultural	  soils	  in	  the	  United	  States,	  further	  
work	  is	  needed	  to	  study	  its	  biology,	  ecology,	  pathogenicity	  and	  economic	  thresholds.	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Table	  4.1.	  Published	  data	  for	  morphological	  characters	  and	  morphometrics	  of	  Hoplolaimus	  concaudajuvencus,	  Hoplolaimus	  
galeatus,	  H.	  magnistylus	  and	  Hoplolaimus	  stephanus	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
	  
Species,	  
(source),	  and	  
(number	  of	  specimens)	  
Length	  
(mm)	  
esophageal	  
gland	  	  
nuclei	  
stylet	  length	  
(µm)	  
labial	  
annules	  
longitudinal	  
striae	  on	  basal	  
lip	  annule	  
position	  of	  
excretory	  
pore	  
phasmids	  in	  
relation	  to	  
vulva	  
tail	  	  
annules	  
spicule	  
length	  
(µm)	  
H.	  concaudajuvencus	  
(Golden	  &	  Minton,	  1970)	  
(n	  =	  20	  ♀,	  20	  ♂)	  
1.12-­‐2.04	   3	   50.4-­‐56.6	   5-­‐6	   36	   posterior	  to	  hemizonid	  
1	  anterior	  	  
1	  posterior	   7-­‐14	   45.0-­‐56.0	  
H.	  galeatus	  
(Sher,	  1963)	  
(n	  =	  20	  ♀,	  10	  ♂)	  
1.24-­‐1.94	   3	   43.0-­‐52.0	   5	   32-­‐36	   posterior	  to	  hemizonid	  
1	  anterior	  	  
1	  posterior	   10-­‐16	   40.0-­‐52.0	  
H.	  magnistylus	  	  	  
(Robbins,	  1982)	  
(n	  =	  30	  ♀,	  20	  ♂)	  
1.36-­‐1.97	   3	   52.0-­‐61.0	   4-­‐6	   22-­‐340	   posterior	  to	  hemizonid	  
1	  anterior	  	  
1	  posterior	   12-­‐17	   52.0-­‐58.0	  
H.	  stephanus	  
(Sher,	  1963)	  	  
(n	  =	  20	  ♀,	  10	  ♂)	  
1.01-­‐1.45	   3	   43.0-­‐50.0	   4	   24-­‐28	   posterior	  to	  hemizonid	  
1	  anterior	  	  
1	  posterior	   12	   30.0-­‐38.0	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Table	  4.2.	  Specimen	  sample	  information	  and	  Genbank	  accession	  numbers	  of	  Hoplolaimus	  species	  used	  in	  this	  study	  
	  
Morphospecies	   Location	   Host	   Specimen	   Accession	  number	   Accession	  number	  
	  	   	  	   	  	   code	   COI	   ITS	  
H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐4	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐7	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐8	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐12	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐13	  
	   	  H.	  stephanus	   Tyrell	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS32-­‐15	  
	   	  H.	  stephanus	   Washington	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS35-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Washington	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS35-­‐6	  
	   	  H.	  stephanus	   Washington	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS35-­‐7	  
	   	  H.	  stephanus	   Washington	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS35-­‐8	  
	   	  H.	  stephanus	   Washington	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS35-­‐11	  
	   	  H.	  stephanus	   Bertie	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS7-­‐3	  
	   	  H.	  stephanus	   Bertie	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS7-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Bertie	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS7-­‐8	  
	   	  H.	  stephanus	   Bertie	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS7-­‐9	  
	   	  H.	  stephanus	   Bertie	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS7-­‐13	  
	   	  H.	  stephanus	   Camden	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS10-­‐7	  
	   	  H.	  stephanus	   Camden	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS10-­‐8	  
	   	  H.	  stephanus	   Camden	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS10-­‐10	  
	   	  H.	  stephanus	   Camden	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS10-­‐13	  
	   	  H.	  stephanus	   Camden	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NCS10-­‐15	  
	   	  H.	  stephanus	   Story	  County,	  IA	   Zea	  mays	   IAC1-­‐1	  
	   	  H.	  stephanus	   Story	  County,	  IA	   Zea	  mays	   IAC1-­‐2	  
	   	  
 116 
H.	  stephanus	   Story	  County,	  IA	   Zea	  mays	   IAC1-­‐3	  
	   	  H.	  stephanus	   Story	  County,	  IA	   Zea	  mays	   IAC1-­‐4	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐1	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐3	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐4	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐6	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐10	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐11	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐13	  
	   	  H.	  stephanus	   Holt	  County,	  NE	   Zea	  mays	   NEC9-­‐15	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐1	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐2	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐3	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐4	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐6	  
	   	  H.	  stephanus	   Riley	  County,	  KS	   Agrostis	  sp.	   KSB-­‐7	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐2	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐5	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐7	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐8	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐9	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐10	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐12	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐13	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐14	  
	   	  H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐15	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H.	  stephanus	   Warren	  County,	  OH	  	   Agrostis	  sp.	   OHB1-­‐16	  
	   	  H.	  magnistylus	   Weakley	  County,	  TN	   Zea	  mays	   TNC1-­‐7	  
	   	  H.	  magnistylus	   Weakley	  County,	  TN	   Zea	  mays	   TNC1-­‐9	  
	   	  H.	  magnistylus	   Weakley	  County,	  TN	   Zea	  mays	   TNC2-­‐1	  
	   	  H.	  magnistylus	   Weakley	  County,	  TN	   Zea	  mays	   TNC2-­‐3	  
	   	  H.	  magnistylus	   Weakley	  County,	  TN	   Zea	  mays	   TNC2-­‐5	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐2	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐3	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐4	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐5	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐6	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐7	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS4-­‐8	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐2	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐3	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐4	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐7	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐8	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS5-­‐9	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐1	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐2	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐3	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐4	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐5	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐6	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐7	  
	   	  H.	  magnistylus	   Massac	  County,	  IL	   Glycine	  max	   ILS6-­‐8	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐1	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H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐2	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐3	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐4	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐5	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐8	  
	   	  H.	  galeatus	   Charleston	  County,	  SC	   Agrostis	  sp.	   SCB1-­‐9	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐1	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐2	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐3	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐4	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐5	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐6	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐7	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐8	  
	   	  H.	  galeatus	   Horry	  County,	  SC	   Cynodon	  dactylon	   SCB2-­‐9	  
	   	  
H.	  galeatus	   St.	  Johns,	  FL	  
Stenotaphrum	  
secundatum	   FLS1-­‐2	  
	   	  
H.	  galeatus	   St.	  Johns,	  FL	  
Stenotaphrum	  
secundatum	   FLS1-­‐4	  
	   	  
H.	  galeatus	   St.	  Johns,	  FL	  
Stenotaphrum	  
secundatum	   FLS1-­‐5	  
	   	  H.	  galeatus	   Escambia	  County,	  FL	   Agrostis	  sp.	   FLB1-­‐1	  
	   	  H.	  galeatus	   Escambia	  County,	  FL	   Agrostis	  sp.	   FLB1-­‐3	  
	   	  H.	  galeatus	   Escambia	  County,	  FL	   Agrostis	  sp.	   FLB1-­‐4	  
	   	  H.	  galeatus	   Escambia	  County,	  FL	   Agrostis	  sp.	   FLB1-­‐8	  
	   	  H.	  galeatus	   Baldwin	  County,	  AL	   Cynodon	  dactylon	   ALB1-­‐1	  
	   	  H.	  galeatus	   Baldwin	  County,	  AL	   Cynodon	  dactylon	   ALB1-­‐2	  
	   	  H.	  galeatus	   Baldwin	  County,	  AL	   Cynodon	  dactylon	   ALB1-­‐8	  
	   	  H.	  galeatus	   Baldwin	  County,	  AL	   Cynodon	  dactylon	   ALB1-­‐9	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H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐1	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐2	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐3	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐4	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐5	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB1-­‐6	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐2	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐3	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐9	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐12	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐13	  
	   	  H.	  concaudajuvencus	   Dallas	  County,	  TX	   Agrostis	  sp.	   TXB2-­‐19	  
	   	  H.	  sp.	  1	   Sevier	  County,	  TN	   Acer	  sp.	   TNM-­‐4	  
	   	  H.	  sp.	  1	   Sevier	  County,	  TN	   Acer	  sp.	   TNM-­‐5	  
	   	  H.	  columbus	   Tift	  County,	  GA	   Glycine	  max	   GA1-­‐1	  
	   	  H.	  columbus	   Tift	  County,	  GA	   Glycine	  max	   GA1-­‐2	  
	   	  H.	  columbus	   Tift	  County,	  GA	   Glycine	  max	   GA1-­‐3	  
	   	  H.	  columbus	   Scotland	  County,	  NC	   Glycine	  max	   NC85-­‐2	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Table	  4.3.	  Sample	  sizes	  (n),	  number	  of	  haplotypes	  (h),	  gene	  diversity	  (Hd)	  and	  
nucleotide	  diversity	  (π)	  for	  the	  four	  predominant	  Hoplolaimus	  species	  found	  in	  this	  
study	  
	  
Hoplolaimus	  species	   N	   h	   Hd	   π	  
H.	  galeatus	   27	   7	   0.68	   0.0300	  
H.	  magnistylus	   22	   12	   0.91	   0.0500	  
H.	  stephanus	   52	   16	   0.91	   0.0700	  
H.	  concaudajuvencus	   12	   4	   0.56	   0.0030	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Table	  4.4.	  Results	  of	  AMOVA	  analysis	  of	  cytochrome	  c	  oxidase	  subunit	  I	  (COI)	  for	  all	  
Hoplolaimus	  individuals,	  within	  each	  Hoplolaimus	  species	  and	  for	  different	  partitions	  for	  
H.	  stephanus	  populations.	  Number	  of	  individuals	  analyzed	  (n),	  proportion	  of	  variance	  
explained	  (%),	  fixation	  index	  	  (ΦST)	  and	  the	  significant	  level	  ***P	  <	  0.001	  
	  
	  	   n	   %	   ΦST	   p	  
All	  sequences	   101	   76.79	  
0.96	   ***	  	  	  	  Among	  populations	   18.98	  
	  	  	  within	  populations	   	  
H.	  galeatus	  
27	  
48.1	  
0.8	   ***	  	  	  	  	  Among	  populations	   40.4	  
	  	  	  	  Within	  populations	   	  
H.	  magnistylus	  
22	  
36	  
0.94	   ***	  	  	  	  	  	  Among	  populations	   39.6	  
	  	  	  	  	  Within	  populations	   54.84	  
H.	  stephanus	  
52	  
	   	   	  	  	  	  	  	  Among	  populations	   85.1	   0.9	   ***	  
	  	  	  	  	  Within	  populations	   4.95	  
	   	  (NC,	  NE)(OH,KS,IA)	  
	   	   	  	  	  	  	  	  Among	  populations	   63.55	   0.91	   ***	  
	  	  	  	  	  Within	  populations	   27.49	  
	   	  (NE)(NC)(KS,IA)(OH)	  
	   	   	  	  	  	  	  	  Among	  populations	   82.09	   0.9	   ***	  
	  	  	  	  	  Within	  populations	   8.03	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Fig.	  4.1.	  	  Head	  regions	  of	  the	  four	  Hoplolaimus	  species	  collected	  in	  this	  studt.	  A.	  H.	  magnistylus,	  B.	  H.	  galeatus,	  C.	  H.	  
concaudajuvencus,	  D.	  H.	  stephanus	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Fig.	  4.2.	  Molecular	  phylogeny	  of	  Hoplolaimus	  species	  based	  on	  the	  COI	  region.	  50%	  
majority	  consensus	  tree	  obtained	  with	  MrBayes	  (GTR	  +	  I	  +	  G	  model).	  Node-­‐support	  
values:	  upper	  value	  posterior	  probability	  BI	  shown	  if	  >95%,	  lower	  value	  bootstrap	  from	  
ML	  analysis	  shown	  only	  if	  >70%	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Fig.	  4.3.	  Molecular	  phylogeny	  of	  Hoplolaimus	  species	  based	  on	  the	  ITS	  region.	  50%	  
majority	  consensus	  tree	  obtained	  with	  MrBayes	  (GTR	  +	  I	  +	  G	  model).	  Node-­‐support	  
values:	  upper	  value	  posterior	  probability	  BI	  shown	  if	  >95%,	  lower	  value	  bootstrap	  from	  
ML	  analysis	  shown	  only	  if	  >70%	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Fig.	  4.4.	  Distribution	  of	  the	  COI	  haplotypes	  and	  haplotype	  networks	  for	  the	  most	  
predominant	  Hoplolaimus	  species	  found	  in	  this	  study,	  A.	  H.	  magnistylus,	  B.	  H.	  
stephanus,	  C.	  H.	  galeatus.	  	  The	  size	  of	  each	  circle	  in	  proportional	  to	  the	  number	  of	  
individuals	  sharing	  the	  same	  haplotype	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CONCLUSIONS	  
1. Sand	  content	  is	  a	  good	  predictor	  of	  the	  variability	  of	  reniform	  nematode	  
densities	  in	  a	  field	  as	  inferred	  by	  soil	  shallow	  ECa	  readings	  and	  describes	  the	  
aggregated	  patterns	  of	  distribution	  of	  the	  nematode.	  Densities	  of	  reniform	  
nematode	  are	  better	  correlated	  with	  sand	  content,	  with	  a	  positive	  correlation	  
for	  values	  of	  sand	  up	  to	  60%	  and	  a	  negative	  correlation	  for	  >60%	  sand.	  	  
	  
2. Population	  densities	  of	  Columbia	  lance	  nematode	  were	  aggregated	  and	  the	  host	  
plant	  did	  not	  affect	  the	  pattern	  of	  Hoplolaimus	  columbus	  spatial	  distribution.	  We	  
predicted	  that	  any	  given	  cotton	  soil	  sample	  is	  not	  likely	  to	  have	  both	  species	  of	  
nematodes	  at	  levels	  above	  threshold	  because	  of	  the	  dissociation	  pattern	  found	  
for	  the	  two	  species.	  Concomitant	  infestations	  of	  Columbia	  lance	  and	  reniform	  
nematodes	  will	  probably	  result	  in	  one	  species	  being	  the	  key	  pest,	  depending	  on	  
sand	  content.	  
	  
3. Hoplolaimus	  columbus	  is	  indeed	  the	  most	  prevalent	  lance	  species	  associated	  
with	  soybean	  in	  South	  Carolina.	  	  In	  North	  Carolina,	  the	  most	  prevalent	  species	  
was	  H.	  stephanus.	  Hoplolaimus	  columbus	  populations	  showed	  lack	  of	  genetic	  
structure	  not	  only	  for	  the	  soybean	  fields,	  but	  also	  for	  the	  additional	  row	  crop	  
fields	  sampled	  in	  South	  Carolina	  (sorghum,	  cotton	  and	  corn).	  Further	  research	  
with	  higher	  resolution	  marker	  may	  help	  to	  understand	  the	  genetic	  variability	  of	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this	  species.	  
	  
4. Hoplolaimus	  galeatus,	  the	  species	  most	  frequently	  reported	  in	  crops	  in	  the	  
United	  States,	  exhibited	  low	  genetic	  diversity	  (low	  haplotype	  and	  nucleotide	  
diversity)	  and	  was	  only	  found	  on	  grasses	  in	  South	  Carolina,	  Alabama	  and	  Florida.	  	  
In	  contrast,	  H.	  stephanus,	  the	  species	  with	  the	  fewest	  reports	  from	  agricultural	  
soils,	  was	  the	  most	  common	  and	  diverse	  species	  found	  in	  this	  study.	  This	  is	  a	  
poorly	  known	  species,	  therefore	  further	  research	  should	  consider	  to	  study	  basic	  
aspects	  of	  this	  species	  
	  
Our	  results	  contribute	  to	  the	  knowledge	  of	  reniform	  and	  Columbia	  lance	  nematode	  
population	  dynamics,	  ecological	  characteristics,	  and	  associations	  in	  naturally	  infested	  
fields.	  	  This	  knowledge	  may	  improve	  the	  effectiveness	  of	  management	  practices	  in	  
cotton,	  especially	  the	  site-­‐specific	  application	  of	  nematicides	  and	  the	  use	  of	  crop	  
rotations.	  	  The	  data	  presented	  here	  on	  the	  distribution	  and	  genetic	  variability	  of	  H.	  
columbus	  and	  H.	  stephanus	  are	  valuable	  to	  growers	  in	  determining	  potentially	  damaging	  
infestations	  in	  fields	  and	  to	  researchers	  for	  determining	  new	  areas	  of	  research	  
emphasis.	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